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Les tanins sont impliqués dans le pouvoir gustatif d’un vin de par leur possibilité d’interagir 
avec certaines protéines. Cette interaction induit la précipitation du complexe tanin-protéine, 
propriété exploitée lors du collage des vins rouges de Bordeaux. De même, l’interaction des 
tanins avec des protéines de la salive a pour conséquence de provoquer la sensation 
d’astringence en bouche. Le but de cette thèse est de déterminer la nature de cette interaction 
d’un point de vue chimique et physique. Cet objectif nécessite trois étapes clés : la synthèse des 
deux protagonistes de l’astringence, l’étude structurale des protéines spécifiques, et l’interaction 
tanin-protéine en milieu aqueux ou hydroalcoolique. Ces divers aspects devraient conduire à une 
meilleure compréhension de la typicité des vins d’une manière générale ainsi qu’à l’étude 
d’autres protéines susceptibles d’interagir avec les tanins durant l’étape de clarification des vins, 
les protéines du collage.
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Lors de la dégustation d’un vin rouge diverses caractéristiques sont prises en 
compte : comme la robe, la couleur, la texture et la souplesse, mais au-delà de ces aspects 
visuels, les sensations tactiles et gustatives en bouche apparaissent comme primordiales afin 
de définir le caractère propre d’un vin. La reconnaissance, au niveau buccal, d’un vin rouge 
est ainsi fortement basée sur son potentiel « tannique ». La communauté des œnologues 
s’attache donc à relier la qualité d’« un tanin » à ses propriétés d’auto-agrégation et 
d’association avec les protéines, les polysaccharides et les alcaloïdes1-3. Dans le vin, ces 
propriétés sont en relation avec les qualités appelées corps, structure et souplesse d’un vin. 
Les tanins s’agrègent avec les protéines, donc ont un rôle dans la stabilité colloïdale et le goût. 
En effet, ils sont capables de précipiter les protéines originaires du raisin ou de la levure, mais 
aussi les protéines rajoutées lors du collage telles que l’albumine ou la gélatine. La sensation 
de sécheresse en bouche lors de la dégustation d’un vin rouge, serait liée, quant à elle, à 
l’interaction entre les polyphénols issus du vin avec les protéines de la salive4 : cette sensation 
est appelée l’astringence. Aristote (384-322 av. JC) fut le premier à ouvrir le débat concernant 
l’astringence perçue comme une sensation tactile ou gustative. Aujourd’hui, l’ensemble de la 
communauté scientifique associe l’astringence à une sensation tactile5-7 tant d’un point de vue 
physique8 que perceptif9,10.
Ce phénomène d’astringence serait la somme de plusieurs effets tels que la 
sécheresse (perte de lubrification), la rugosité (différence de texture dans la cavité orale) et la 
rétraction des muqueuses11-13. Ces notions sont tout à fait subjectives étant donné que 
l’astringence est usuellement définie par des tests de dégustation, or il est évident que toute 
étude sensorielle dépend de la perception de chacun. Les individus possèdent des taux de 
sécrétions salivaires plus ou moins importants et donc ont une perception différente14.
L’astringence est liée à l’interaction entre certains tanins et les protéines de la 
salive4,15,16. La salive est un fluide aqueux contenant protéines, glycoprotéines, glycolipides, 
polysaccharides et ions organiques17. L’une des principales fonctions de ces composés est de 
lubrifier la surface muqueuse18. 70% des protéines sécrétées par les glandes parotide et 
submandibulaire appartiennent à la famille des PRPs19,20, constituées majoritairement par 3 
résidus (proline, glycine et glutamine jusqu’à 88%). Les PRPs sont les protéines salivaires 
ayant le plus d’affinité pour les tanins, en raison de leurs multiples séquences riches en 
proline1. L’astringence serait principalement due à l’interaction entre les tanins et les PRPs7,21
car celles-ci constituent un lubrifiant buccal. D’ailleurs, Kallithraka et al.22 observent un 
changement de la distribution des protéines salivaires après dégustation d’un vin rouge.  
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L’acteur causal de l’astringence est donc le Tanin, appartenant à la grande famille 
des polyphénols. Ainsi, la notion d’astringence est reliée à la notion de tanin qui a été utilisée 
pour la première fois par Seguin (1796) pour décrire le matériel dans les barriques de chêne. 
Les flavan-3-ols mono et polymériques sont les principaux constituants phénoliques du vin23.
Ils sont issus des parties dures des grappes de raisin (pépins et pellicule) durant la 
fermentation24 mais pas de la pulpe25.
Dans ce qui suit nous allons donc rappeler ce qui est connu sur les deux partenaires 
de l’astringence, les protéines de la salive et les tanins. 
I. 1. LES PROTEINES DE LA SALIVE
D’après les dernières informations des banques de données, recherche effectuée 
jusqu’en 2002, plus de 50 protéines et peptides, distinctes par leur structure et leur rôle, ont 
été mis en évidence dans la salive humaine. Deux types de protéines constituent les acteurs 
forts de la lubrification salivaire, les mucines et les protéines riches en proline (PRPs). Les 
mucines constituent 26% des protéines totales de la salive, principalement sécrétées par la 
glande sublinguale26. La grande majorité des protéines salivaires appartient à la super famille 
des Protéines Riche en Proline, appelées PRPs. Les PRPs ont la capacité de précipiter les 
tanins. D’autres protéines ont une certaine affinité pour les tanins comme les histatines - dont 
12 ont été identifiées27 qui sont de petits peptides cationiques et antifongiques riches en 
résidus histidines ayant des rôles de défense contre des agents pathogènes salivaires - ou 
encore les statherines, cystatines, mucines et α-amylases qui ont un rôle contre les 
microorganismes oraux28. La répartition de ces protéines ainsi que leur nature dépend du 
donneur (sexe, age, alimentation…).  
I. 1. 1.  Les Protéines Riches en Proline (PRP) 
Les Protéines riches en Proline (PRPs) constituent environ 2/3 des protéines totales 
sécrétées par la glande parotide et par le conduit submandibulaire19,20. L’expression de ces 
protéines suit un schéma constitutif, c’est à dire qu’elles ne sont produites en masse qu’en 
présence d’agents activateurs, ce qui explique leur relative faible abondance dans la cavité 
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orale, en terme de concentration. Malgré cela de hauts niveaux sont présents chez les 
primates, contrairement à d’autres espèces tels que les chevaux, chiens et chats qui ne les 
synthétisent pas. Dans la grande famille des muridés, les PRPs ne sont présentes de manière 
naturelle qu’en infime quantité, mais la présence d’agents activateurs tels qu’un type de 
catécholamine ou les tanins, induit une forte augmentation de leur concentration. 
I. 1. 1. a. La notion de multifamille 
A ce jour, plus d’une vingtaine de PRPs ont été identifiées dans la salive humaine. 
Elles sont classées en trois groupes selon leur nature chimique et leurs charges 
caractéristiques qui leur confèrent des propriétés basiques ou acides, plus ou moins 
phosphorylées ou encore en fonction de leur aptitude à fixer covalemment un groupement 
carbohydrate, on les appelle dans ce cas les glycosylées29. Leur appartenance à une 
multifamille vient d’un précurseur nucléotidique commun. En effet toutes ces protéines ne 
sont codées que par seulement 6 gènes dotés d’un fort polymorphisme30. Deux gènes codent 
pour les acides, les autres pour les basiques et les glycosylées31. Pour chaque gène, un 
précurseur est traduit puis il est clivé par des convertases par protéolyse post-
transcriptionnelle ce qui explique le haut degré de similarité entre les différentes protéines32.
I. 1. 1. b. Rôles des PRPs 
Tous leurs rôles ne sont pas encore totalement identifiés. Cependant, comme toutes 
protéines, les rôles des PRPs au sein de l’organisme sont dictés par leurs groupements 
fonctionnels. Elles sont impliquées dans de nombreuses réactions enzymatiques et dans les 
processus de reconnaissance biologique chez l’homme. Elles sont aussi connues pour avoir de 
multiples fonctions de défense au sein l’organisme. 
Les PRPs acides possèdent des sites de liaison spécifiques de l’ion calcium (avec un 
nombre de sites variable en fonction des protéines33) et pourraient agir comme un réservoir à 
calcium permettant le maintien de l’homéostasie calcique dans la bouche29. Différentes 
actions vont en ce sens : elles lient le calcium et inhibent la croissance des cristaux 
d’hydroxyapatite à la surface des dents34-36, phénomènes reliés au processus de minéralisation 
dentaire et jouent un rôle dans la stabilisation des sels de phosphate de calcium dans la 
salive37. Les protéines basiques glycosylées agissent comme des lubrifiants38 et fixent les 
bactéries buccales39 de sorte qu’une augmentation du taux de PRPs basiques entraîne une 
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diminution de la formation de caries40. Plus récemment, leur rôle antiviral a été démontré, par 
liaison aux virus et plus particulièrement à une protéine du manteau du HIV-141,42. En ce qui 
concerne les PRPs basiques, aucun rôle spécifique n’a encore été identifié. En revanche, ces 
protéines basiques ont une très forte capacité à fixer les polyphénols. En effet, toutes les PRPs 
possèdent cette propriété mais les basiques de part leur structure fibrillaire sont davantage 
aptes à neutraliser les effets néfastes des tanins alimentaires, par complexation et 
précipitation43-45. Cette propriété constitue un rôle protecteur contre le potentiel toxique et 
carcinogénique des tanins alimentaires34,46,47. En effet, les PRPs liant les tanins préviendraient 
du cancer de l’œsophage48.
I. 1. 2.  Les PRP basiques 
Les PRPs basiques représentent ~23% des protéines totale de la salive19, sécrétées 
majoritairement par la glande parotide 49 mais aussi par les glandes Ebner50. La majorité des 
études faites sur les PRPs utilisent un donneur humain unique mais très peu de différences en 
composition ont été mises en évidence d’un individu à l’autre par comparaison entre les 
différentes études. 
I. 1. 2. a. Diversités des PRPs basiques 
L’ensemble des PRPs présente une forte homologie de séquence du fait du peu de 
nombre de gènes codant pour ces protéines. En effet six gènes seulement codent pour les 
PRPs basiques, acides et glycosylées. De plus, le nombre important des PRPs (pas encore 
identifié à ce jour) provient de dégradations protéolytiques post traductionnelles des produits 
du gène. La présence d’une enzyme kallikreine-like dans la salive parotide humaine, enzyme 
de dégradation protéolytique spécifique de ces protéines51, pourrait expliquer cette 
multiplicité.  
Elles peuvent être séparées en deux groupes polymorphiques distincts selon leur 
poids moléculaire dont Ps1 et Ps2 pour le groupe de haut poids moléculaire et de IB1 à IB9 
pour le second groupe de faible poids moléculaire avec peu ou pas de carbohydrates. 
I. 1. 2. b. Structure primaire des PRP basiques 
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A ce jour onze PRPs basiques ont été mises en évidence19. La figure I-1 représente 





Figure I-1 :  Comparaison de dix séquences de PRPs, d’après Kauffman et al.52. Les 
résidus en rouge et/ou soulignés représentent des micro-séquences fréquemment 
rencontrées dans la chaîne peptidique. Les tirets remplacent les acides aminés identiques 
par rapport à la séquence d’IB7 et les points indiquent des délétions. Les nombres en fin 
de séquence correspondent au nombre de résidus aminés dans la protéine. (a) : Protéines 
basiques dites « classiques » ayant une très forte homologie de séquence. (b) : Séquence 
primaire de la protéine basique IB7 comparée aux deux protéines phosphorylables IB1 et 
II-2. (c) : Séquence primaire de la protéine basique IB7 comparée à deux protéines 
glycosylables, IB6 et IB8a. 
IB7 :     SPPGKPQGPPPQGGNQPQGPPPPPGKPQGPPPQGGNKPQGPPPPGKPQGPPPQGDNKSR 59
IB8c :  -------------------------------------------------------------------------------------------------------GS-----SA61
IB9 :     ---------------------------------------------------------------------R----------------------------------.------SPR61
IB4 :      SPPGKPQGPPQQEGNNPQGPPPPAGGNPQQPQAPPAGQPQGPPRPPQGGRPSRPPQ56
IB5 :     ----------------------------K--------------GKPQGPPPPGGNPQQPQAPPAGKPQGPPPPPQGGRPPRPAQGQQPPQ70







IB7 : SPPGKPQGPPPQGGNQPQGPPPPPGKPQGPPPQGGNKPQGPPPPGKPQGPPPQGDNKSR 59
IB6 : -------------------------------------------------------------------------------------------------A-----GS-----QSARSPPGKPQGPPQQEGNNPG 
PPPPAGGNPQQPQAPPAGQPQGPPRPPQGGRPSRPPQ118
IB8a : ----------------------------------------------------------------------------------------------------------------QSAKPQGPPQGGKPQGPPPQGG 
NKPQGPPPQGK(Q,K,2G,3P)SARSPPGKPQGPPQQEGNNPQGPPPPAGGNP(2A,2R,D,9E,15P,7G)GSKSR172
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L’ensemble de ces protéines est principalement constitué par trois résidus : la proline 
(40% ± 2), la glycine (21% ± 2) et la glutamine (17% ± 3). Ces trois acides aminés 
représentent donc 70 à 85% des résidus totaux dans les protéines. Certaines micro-séquences 
sont inscrites en tandem dans la chaîne peptidique tel qu’un nonapeptide PPGKPQGPP 
(représenté en rouge dans la figure I-1) ainsi qu’un pentapeptide PQGPP (souligné dans la 
figure I-1). La figure I-1 (a) offre une vision claire de la superposition en séquence des 
protéines basiques dites « classiques ». Entre IB7, IB8c et IB9 l’identité compte pour 95% des 
résidus. Saitoh et al. 53,54 montrent également une forte homologie entre IB5 et IB4 pour plus 
de 70%, de même Shibata et al. 55 remarquent des ressemblances frappantes entre IB9, IB8c 
et IB5 (72% entre IB9 et IB5). 
IB1 et II-2 sont des phosphoprotéines basiques qui contiennent 35 résidus 
supplémentaires en partie amino-terminale (N-ter). Leur phosphorylation potentielle sur la 
serine 8 leur procure des propriétés moins basiques que les « classiques ». Cependant la 
protéine IB7 s’inscrit parfaitement dans la partie carboxy-terminale (C-ter) de ces deux 
protéines (figure I-1 (b)). IB8a et IB6 sont quant à elles potentiellement glycosylables, 
propriété émanant des résidus en partie C-ter. En effet, Kauffman et al. démontrent que IB9 
constitue pour partie IB6 à laquelle est rajoutée en partie C-ter une extension d’une trentaine 
de résidus30. Malgré cette différence fonctionnelle, l’alignement de séquences avec IB7 sur la 
partie N-ter est remarquable (figure I-1 (c)). 
Il est intéressant de noter qu’une grande homologie de séquence existe aussi entre les 
protéines acides et basiques. 
I. 1. 3.  Choix d’une protéine et d’un peptide modèles 
Les PRPs sont les protéines les plus représentées en nombre dans la salive humaine. 
Au sein de cette multifamille, les protéines basiques ont le plus d’affinité pour les 
polyphénols. Parmi elles, une protéine voit sa séquence reprise dans la majorité des autres, la 
protéine IB752, une des plus petites des PRPs. Elle possède 59 résidus répartis principalement 
en 3 acides aminés : 25 prolines (42%), 13 glycines (22%) et 9 glutamines (15%) composant 
ainsi la chaîne peptidique pour 79%. Elle est superposable par trois reprises en segments de 
12 résidus : PPGKPQGPPPQG comme le montre la figure I-2. Certaines microséquences sont 
présentes de nombreuses fois comme le pentapeptide PQGPP répété 5 fois. 
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Figure I-2 :  Séquence primaire de la protéine IB7 de la salive humaine composée de 
59 résidus. En rouge est représenté un motif répété trois fois et un second motif très 
ubiquitaire est souligné. 
La protéine IB7 apparaît comme un bon modèle représentatif des PRPs. Nous nous 
sommes également intéressés à un motif répété à trois reprises dans la protéine IB7 et très 
ubiquitaire dans l’ensemble de la population des PRPs, la partie N-ter de la protéine IB7 
appelée IB714, car constituée des 14 premiers résidus de la chaîne peptidique 
(NterSPPGKPQGPPPQGG
14…).
I. 2. LES TANINS
Les composés phénoliques ont un rôle primordial en œnologie, notamment ils sont 
responsables des différences de couleur et de saveur entre vins blancs et rouges. Ils 
interviennent dans la matière colorante du vin de part les anthocyanes libres ou combinées 
aux tanins. Les tanins appartiennent à cette grande famille. Ils sont indispensables à la 
réalisation d’un vin de qualité, ils participent à des propriétés organoleptiques telles que le 
« corps », la « charpente » ou encore le « volume » du vin56. La saveur du vin résulte en partie 
des propriétés physico-chimiques des tanins et de leurs caractéristiques structurales. Ces 
propriétés étant nécessaires à la compréhension du comportement organoleptique des tanins. 
Une première définition physico-chimique des tanins est donnée par Bate-Smith et 
Swain4,57 : « composés phénoliques solubles dans l’eau, possédant une masse moléculaire 
comprise entre 500 et 3000 Da, qui en plus de la réactivité usuelle des composés phénoliques, 
ont la capacité de faire précipiter les alcaloïdes, la gélatine et les autres protéines ». Il y a alors 
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Ces métabolites secondaires sont localisés dans les feuilles, l’écorce et les fruits de 
nombreuses plantes. Ils font ainsi partie intégrante de notre alimentation (vin, thé, divers 
fruits…).
I. 2. 1.  Les tanins du vin et du raisin 
Les tanins du vin et du raisin sont responsables des propriétés dites « positives » 
telles que le corps d’un vin, mais également de propriétés « négatives » comme la rusticité ou 
l’agressivité. Ils sont par nature astringents, c'est-à-dire capables de donner des combinaisons 
stables avec les protéines.  
Les tanins appartiennent à la classe abondante des polyphénols caractérisés par leurs 
multiples groupements phénoliques. Les tanins sont séparés en deux grandes catégories selon 
leur composition chimique : les tanins condensés qui sont des procyanidines, ou oligomères 
de flavan-3-ol principalement composés d’unités monomériques de type épicatéchine en 
majorité et catéchine (1) ou des prodelphinidines composés d’unités monomériques de type 
(épi)gallocatéchine, et les tanins hydrolysables, esters de l’acide gallique et ses dérivés 
souvent estérifiés avec le glucose dont le pentagalloyl glucose est le précurseur (2)58.
Certaines espèces végétales synthétisent également des tanins mixtes constitués d’unités de 
type tanin hydrolysable et de type tanin condensé reliées par une liaison carbone-carbone.  
La présence de ces deux types de tanins dans le vin a des origines différentes. En 
effet, les tanins condensés proviennent directement des parties solides du raisin, pépins59 et 
pellicule60,61, alors qu’en quantité moindre, les tanins hydrolysables sont issus du bois et cédés 
au vin lors de la macération dès lors que les vins sont élevés en fût de chêne. 
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Figure I-3 :  Formules chimiques développées du monomère flavan-3-ol, 1, et du 
penta galloyl glucose, le plus représenté des gallotanins, 2. R1 = OH, R2 = H : 
épicatéchine ; R1 = H, R2 = OH : catéchine ; A : cycle phloroglucinol ; B : cycle catéchol ; 
C : cycle pyrane ; G = acide gallique. 
I. 2. 2.  Les tanins condensés 
Les tanins les plus rencontrés dans le vin appartiennent à la famille des tanins 
condensés. Leur teneur globale dans les vins rouges a été estimée entre 1 et 4 g.L-1, dépendant 
du cépage et des conditions climatiques et de la vinification. Les tanins condensés font partie 
de la famille des flavonoïdes. Ils possèdent comme unité structurale fondamentale le noyau 
flavane. Ils sont également appelés proanthocyanidines, nom provenant de leur capacité à 
libérer des anthocyanidines de couleur rouge par rupture de la liaison interflavane en milieu 
acide et en conditions d’oxydation. Les tanins condensés ont une masse comprise entre 500 et 
20000 Da en fonction de leur degré de polymérisation et de différents tissus de plantes11,62
I. 2. 2. a. Nature des proanthocyanidines et degré de 
polymérisation 
La grande diversité structurale de ces flavan-3-ols résulte du nombre de groupes 
hydroxyles, de leurs positions sur les noyaux aromatiques A et B, de la stéréochimie des 
carbones asymétriques du cycle pyrane C ainsi que du nombre et du type de liaisons dites 
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flavan-3-ols ayant la catéchine ou l’épicatéchine comme unités de construction, mais certains 
peuvent être estérifiés notamment par l’acide gallique. 
Les propriétés des proanthocyanidines dépendent de leur structure et particulièrement 
de leur degré de polymérisation. Les tanins ont ainsi la propriété d’auto-association jusqu’à 
former des complexes plus ou moins importants. Il existe deux classes de dimères de  
flavan-3-ol en fonction de la nature de la liaison reliant les unités monomériques. Les plus 
abondants appartiennent à la série B (figure I-4), pour lesquels la liaison se fait par des 
liaisons C4-C8 (3) majoritaires ou C4-C6 (4). Il existe aussi des polymères de type A (très peu 
représenté dans le vin et le raisin), ayant une liaison éther entre les carbones C5 ou C7 de 
l’unité terminale et le carbone C2 de l’unité supérieure en plus de la liaison interflavane 
existant dans la série B. 
Les seuls trimères trouvés dans le vin possèdent deux liaisons de type B. Il existe 
également des polymères dans le vin, provenant des raisins dont le degré moyen de 
polymérisation avoisine 10 dans les pépins de raisin et peut aller jusqu’à 30 dans la pellicule. 
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Figure I-4 :  Structure et nomenclature des procyanidines dimères de flavan-3-ols de 
la série B : dimères liés en 4 – 8, 3, et en 4 – 6, 4.
I. 2. 3.  Choix du tanin modèle 
Les tanins condensés sont les plus abondants dans le vin et ils proviennent 
directement des raisins. Parmi eux, les oligomères sont les plus représentés en nombre. Etant 
donné qu’ils sont quantitativement les plus importants, les dimères et trimères pourront 
représenter la population de tanins issus des pépins du raisin. La synthèse par voie chimique 
de ces composés a été optimisée pour le dimère B3 par Karine Barathieu63 (au Laboratoire de 




























B1 : R1=OH ; R2=H ; R3=H ; R4=OH
B2 : R1=OH ; R2=H ; R3=OH ; R4=H
B3 : R1=H ; R2=OH ; R3=H ; R4=OH
B4 : R1=H ; R2=OH ; R3=OH ; R4=H
B5 : R1=OH ; R2=H ; R3=OH ; R4=H
B6 : R1=H ; R2=OH ; R3=H ; R4=OH
B7 : R1=OH ; R2=H ; R3=H ; R4=OH
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intéressantes. Le dimère B3 (catéchine-(4β-8)-catéchine) (figure I-5) a donc été choisi comme 
modèle de tanin dans le raisin et le vin. 
Figure I-5 :   Structure semi-développée du dimère B3 (catéchine-(4β-8)-catéchine). 
I. 3. L’INTERACTION TANINS-PROTEINES
I. 3. 1.  Généralités 
Les tanins sont des polyphénols qui agissent comme barrière protectrice de certaines 
plantes vis-à-vis de la prédation animale1,16,64,65 : en effet, Bate-Smith explique que, d’un 
point de vue biologique, l’importance des tanins dans les plantes provient de leur efficacité à 
écœurer les prédateurs, animaux ou microbes. La propriété commune à tous les tanins est 
d’être astringents en précipitant certaines protéines de la salive. La communauté scientifique 
leur confère également des propriétés médicinales à la suite de leur ingestion par l’homme, 
d’où la théorie du « French paradox ». En effet, leurs multiples groupements phénoliques 
auraient des effets antiradicalaire66, antioxydant67, anticancérigène, antibactérien, 
vitaminique… et préviendraient donc de maladies cardiovasculaires58,68, de certains cancers, 
d’infections bactériennes… Les effets néfastes des tanins sur la santé sont souvent oubliés, 
mais ils perturberaient l’absorption minérale69, provoquent l’inhibition de certaines enzymes 
digestives70 et participent au développement de certains cancers (comme celui de 
l’œsophage)48,71,72. Toutes ces propriétés dépendraient de leur structure même et surtout de 
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D’un point de vue du prédateur, l’interaction tanins-protéines joue un rôle protecteur 
contre le potentiel toxique et carcinogénique des tanins alimentaires46,47. A titre d’exemple, 
citons la comparaison de l’homme avec le hamster73 : en effet, cet animal ne synthétise pas de 
PRPs, donc lorsqu’il ingère des polyphénols il voit sa croissance ralentir, contrairement à 
l’homme sur qui la présence de ce composé dans la nourriture n’a aucun effet phénotypique. 
Pourtant si l’homme synthétise en continu les PRPs, cette synthèse est fortement stimulée par 
la présence de polyphénols suggérant que l’induction de la synthèse des PRPs constitue une 
défense contre la présence des polyphénols dans l’alimentation74,75.
I. 3. 2.  Principes de la complexation 
Un modèle de complexation des tanins avec les protéines a été proposé par Haslam76
puis raffiné par Saucier et Ribereau-Gayon77,78 dont le schéma est présenté figure 1-6 :  
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Ce processus de complexation s’effectuerait en deux étapes : en premier lieu, 
l’interaction est telle qu’un ou plusieurs tanins fixe(nt) la protéine formant une mono couche, 
diminuant ainsi leur caractère hydrophile. Ensuite, l’augmentation de la concentration en 
protéines permettrait aux polyphénols de jouer le rôle d’agents pontants entre les différentes 
molécules, grâce à leur propriété multidentate79. La couche superficielle hydrophobe se 
reformerait alors et entraînerait la précipitation des protéines. Cette précipitation pouvant être 
réversible par un ajout de protéine80, chacune n’étant apte à fixer qu’un nombre fixe de 
polyphénols81 ou bien par ajout de polysaccharides avec lesquels les tanins se complexent ce 
qui provoque une diminution de la liaison avec les protéines par effet compétitif80. Cette 
complexation pouvant être favorisée par de nombreux facteurs (nature des protagonistes, 
concentration, solvant, pH, force ionique…) d’où l’intérêt de se rapprocher au mieux des 
conditions naturelles.
I. 3. 3.  Capacité d’interaction avec les polyphénols 
Toutes les PRPs ont la capacité à complexer les polyphénols. La différence d’affinité 
des protéines pour les tanins tient à leur nature chimique. Les PRPs acides et glycosylées 
possèdent une extension N- ou C-ter par rapport aux basiques. Ces extensions leur confèrent 
leurs propriétés « acides » ou « glycosylables » et induisent des conformations globulaires 
(figure I-7-B), ne se prêtant pas à la fixation de tanins, contrairement aux PRPs basiques, 
fibrillaires (figure I-7-A). Les protéines acides ou glycosylées auxquelles sont clivées les 
séquences leur conférant cette propriété (partie N-ter et partie C-ter respectivement) 
retrouvent la même affinité pour les tanins à l’image des PRPs basiques47.
Figure I-7 :   Deux assemblages possibles de protéines : en A : modèle de protéine 
fibrillaire, en B : modèle de protéine globulaire (d’après Cid et al.82).
A B
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I. 3. 4.  Nature du site de liaison 
La structure tridimensionnelle des protéines est primordiale dans l’interaction tanins-
protéines. Elles doivent adopter une structure ouverte, plus exposée au solvant, pour faciliter 
l’approche des tanins. Il n’existe pas de séquences spécifiques d’interaction, seule leur 
particularité à posséder en tandem des résidus proline, glycine et glutamine suffirait à 
provoquer une forte affinité pour les polyphénols. Ces trois résidus suffisent à engendrer une 
conformation ouverte et étendue à la protéine. Les nombreux résidus prolines joueraient un 
rôle central dans cette interaction : la conformation du squelette proline, la restriction de la 
conformation du résidu précédent la proline et la nature de l’amine et du carbonyle font de ce 
résidu un site préférentiel pour l’interaction avec les polyphénols80.
Les principaux mécanismes d’interaction entre les tanins et les protéines sont au 
nombre de trois, représentées sur la figure I-8 : les interactions hydrophobes (forces 
attractives de Van der Waals), les liaisons hydrogène et enfin les interactions de type ioniques 
absentes au pH utilisé, acide. 
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A ce jour, la force majeure d’interaction n’a pas pu être définie et liaisons hydrogène 
ou interactions hydrophobes se battent la vedette. Ces deux forces d’interaction auraient un 
rôle dans l’association polyphénols-protéines et l’ensemble de la littérature révèle le flou 
existant. Tous sont pourtant d’accord avec la nécessité de la présence de prolines dans la 
séquence peptidique : d’un côté car elle induit le caractère hydrophobe du squelette carboné et 
de l’autre car la fonction carbonyle des prolines des PRPs, liée à une amide tertiaire, est 
reconnue comme plus accepteur de liaisons hydrogène que les autres résidus possédant une 
amide secondaire80. Ces liaisons hydrogène seraient fournies pas les fonctions hydroxyles des 
polyphénols1,84. L’empilement hydrophobe du phénol sur la proline serait le mode 
d’interaction majeur3. Le cycle pyrrolidine de la proline offre un site ouvert et rigide 
d’interaction avec la partie aromatique du phénol85. Le troisième type d’interaction, ionique, 
est probablement moins importante mais peut s’ajoutter à l’ensemble des interactions 
précédentes.  
I. 4. OBJECTIFS ET PLAN DE LA THESE
L’astringence, vue comme une sensation tactile, est habituellement étudiée de 
manière tactile ou gustative. Ce travail concerne une première approche quant à l’étude de 
l’astringence d’un point de vue physico-chimique : l’adaptation conformationnelle du peptide 
IB714 au sein du complexe IB714-B3 ainsi qu’une étude approfondie concernant la nature de 
l’interaction pourrait nous amener à quantifier la notion d’astringence.  
La compréhension de l’interaction tanin-protéine passe par leur étude structurale. En 
effet, malgré l’importance de la relation structure-activité des protéines, aucune étude 
structurale à l’aide de ces deux techniques n’a été entreprise sur de telles protéines à ce jour. 
L’analyse du complexe formé lors de la mise en présence des deux composés peut prendre 
différents chemins : en effet, l’adaptation de la conformation tridimensionnelle du peptide en 
présence de tanins, tout comme la nature des liaisons et la nature des sites de fixation entre 
tanin et protéine ou encore l’aspect thermodynamique du complexe (stœchiométrie et 
constante de dissociation) sont des approches complémentaires quant à la compréhension de 
l’interaction Tanin-Protéine. Le complexe est ainsi étudié par le biais de la spectrométrie de 
masse, la RMN ainsi que la dynamique moléculaire. 
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La multiplicité des techniques utilisées nous amène à considérer un premier chapitre 
davantage théorique afin de bien comprendre le but de chacune d’entre elles dans notre étude, 
le chapitre II. Ensuite, la synthèse et la purification des polypeptides IB714 et IB7 ainsi que du 
dimère tannique B3, font l’objet du chapitre III. L’étude structurale du peptide IB714 et de la 
protéine IB7 fait l’objet du chapitre IV. Ceci a été réalisé par Dichroïsme Circulaire (DC), 
RMN et dynamique moléculaire. La mise en présence de dimères B3 avec le peptide ou la 
protéine entraîne la formation d’un complexe. Le chapitre V relate de cette interaction qui a 
été mise en évidence par DC, spectrométrie de masse, RMN (1D et 2D) ainsi que par 
dynamique moléculaire. Une conclusion générale et quelques perspectives termineront ce 
mémoire. 
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L’analyse structurale des peptides (IB7 et IB714) et de la procyanidine B3, ainsi que 
l’étude de l’interaction de ces composés au sein d’un complexe non covalent ont été 
entreprises par différentes méthodes. Le dichroïsme circulaire (DC) nous apporte des 
renseignements de structure secondaire, puis la spectroscopie de résonance magnétique 
nucléaire (RMN) multidimensionnelle suivi de la dynamique moléculaire (DM) nous 
permettent d’accéder à la conformation tertiaire des peptides. L’interaction a pu être mise en 
évidence par spectrométrie de masse (SM), RMN et DM également. Nous allons rappeler 
brièvement les principes de ces différentes techniques. 
II. 1. LE DICHROÏSME CIRCULAIRE
Le dichroïsme circulaire est une technique largement développée pour étudier la 
structure secondaire des protéines, car les spectres sont obtenus rapidement et sur de faibles 
quantités de produits (de 8 à 80 µg pour le peptide IB714 et de 35 à 350 µg pour IB7). Cette 
spectroscopie de différence est sensible à la quantité et à l’activité optique des molécules 
chirales, qui, en interaction avec une lumière polarisée, modifient leur absorbance. En effet, 
un composé chiral aura un spectre de DC caractéristique contrairement à un mélange 
racémique. Dans le cas des protéines, seul l’un des composés optiquement actif est présent 
donc chaque protéine possède une empreinte spectrale. Les spectres dichroïques sont très 
sensibles aux repliements de la chaîne peptidique, et présentent alors des courbes différentes 
selon la structure secondaire et l’arrangement spatial qu’adoptent les protéines86. Ainsi, le 
pourcentage de chaque type de structure (hélice α, feuillet β, hélice de type II ou pelote 
statistique . . .) peut être obtenu en déconvoluant le spectre DC d’une protéine grâce à des 
spectres de peptides possédant des structures secondaires définies.
II. 1. 1.  Principe 
Selon la loi de Beer-Lambert, si I0 est l’intensité de la lumière entrant dans la cellule 








c étant la concentration dans l’échantillon (en molaire), l la longueur de la cellule de 
mesure (en cm) et ε est le coefficient d’extinction molaire (ou coefficient d’absorption 
molaire, en M-1.cm-1). Le dichroïsme circulaire est l’absorption différentielle par un 
chromophore des deux composantes circulaires gauche et droite du champ électrique d’une 
lumière polarisée plane. On mesure la différence d’absorption de la lumière entre les deux 
coefficients d’extinction molaire, définie de la manière suivante : 
cl
1=
Après la traversée de l’échantillon, la résultante de ces composantes décrit une 
ellipse dans le plan perpendiculaire à la direction de propagation. L’ellipticité, appelée ψ, est 
définie par tan ψ = (a/b), a et b étant respectivement les demi petit et demi grand axes de 
l’ellipse87. L’ellipticité molaire est enfin décrite par la relation suivante :  
[ ] ε== 3300
cl
100                                       [1] 
L’ellipticité molaire [θ] est exprimée en deg.dmol-1.cm2 , ψ en degrés. 
Dans le cas des protéines, le chromophore dominant l’absorption dans l’UV lointain 
(180 à 240 nm) est la liaison peptidique. Chaque liaison peptidique étant un chromophore, 
l’ellipticité molaire mesurée doit être pondérée par le nombre de liaisons peptidique dans la 
protéine étudiée, noté n : 
[ ]
n
3300=                                                       [2] 
L’ellipticité molaire [θ] est notée de la même manière que pour l’équation [1] en 
accord avec la littérature, mais elle devient l’ellipticité molaire par résidu. 
II. 1. 2.  Courbes standard et méthode de déconvolution 
II. 1. 2. a. Méthode de déconvolution 
Il existe de nombreuses méthodes pour déconvoluer les spectres de DC. En général, 
la déconvolution des spectres expérimentaux utilise une bibliothèque de structures connues 
d'après des expériences préalables de RMN ou de diffraction aux rayons X88-90. Il est donc 
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d'autant plus fiable que le nombre de structures dans la base de données est important. La 
fiabilité des structures standards a été assurée par l’utilisation de peptides synthétisés au 
laboratoire. De plus, les déconvolutions effectuées au moyen des banques préexistantes 
utilisent des protéines standards dont les familles de structures ont été déterminées par rayons 
X ou RMN. Or, certaines structures comme l’hélice de type II ou encore les protéines 
membranaires n’apparaissent pas dans les banques données, d’où l’intérêt de confectionner 
nous-mêmes une banque de données à l’aide de protéines connues ayant des structures 
secondaires que l’on retrouve dans les protéines étudiées comme les PRPs. 
L'ellipticité est caractéristique de chaque structure, or nous allons considérer pour 
nos protéine et peptide courts, qu'il n'existe que les quatre conformations dont les 
dichrographes caractéristiques sont présentés figure II-1. L'ellipticité globale est alors 
déterminée par la relation suivante91 : 
[θ] = [θ]αfα + [θ]βfβ + [θ]IIfII + [θ]pfp
où [θ]α , [θ]β, [θ]II , [θ]p, sont les ellipticités molaires par résidu correspondant à 
chaque structure standard, et fα , fβ , fII , fp les fractions de résidus appartenant à chaque 
type de structure (α pour l’hélice α, β pour l’hélice β, II pour l’hélice de type II et p pour la 
pelote statistique). La proportion de chaque structure au sein de la protéine suit la relation :  
fα + fβ + fII + fp = 1. Un programme de déconvolution codé en FORTRAN a été mis au 
point au laboratoire (Dufourc, non publié). Ce programme détermine toutes les combinaisons 
possibles et détermine la meilleure solution par la méthode des moindres carrés. 
II. 1. 2. b. Obtention des courbes standard 
Afin d'accéder aux structures secondaires des protéines, la réponse dichroïque des 
différentes structures secondaires classiques (le feuillet β, l'hélice , l'hélice de type II ou 
encore la pelote statistique - désordonnée) de protéines connues doit être enregistrée. Les 
spectres dichroïques de protéines de structures définies ont été enregistrés en utilisant les 
standards suivants : 
• la poly(L-lysine) à température ambiante et pH neutre (7,6) prend une forme 
intégralement en pelote statistique, représentant une structure aléatoire. Une poly(L-lysine) de 
20 résidus a été synthétisée par SPPS selon la stratégie Fastmoc dans les mêmes conditions de 
synthèse que IB714 (cf § III. 1. 2). 
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• la poly(L-lysine) est également capable d'adopter les conformations hélice α ou 
feuillet β (pH = 11,4 à température ambiante et à 60°C respectivement)92. Cependant, en 
raison du manque de précision obtenu avec la poly(L-lysine) pour l’hélice α et le feuillet β,
nous avons utilisé des standards dont les motifs structuraux ont été déterminés par 
spectroscopie InfraRouge93,94. Chaque peptide de référence présente une structure en hélice 
α (hélice droite avec 3,6 résidus par tour, c'est le motif structural le plus répandu dans les 
protéines) ou bien en feuillet β (forme particulière d'une hélice à deux résidus par tour 
parallèle, antiparallèle ou mixte) pour l'ensemble de leurs résidus. Un peptide poly(L-valine) a 
également été synthétisé par SPPS dans le but de mimer parfaitement l’hélice π (hélice droite 
« aplatie » avec 5 résidus par tour).  
• l'hélice de type II est le composant structural majeur des conformations appelées 
« non-ordonnées » dans la littérature95. Cependant, elle correspond à une hélice allongée, 
typique de la poly(L-proline), qui est une hélice gauche avec 3 résidus par tour. Nous utilisons 
la poly(L-proline) de Sigma, qui a une masse proche de celle de la protéine IB7.  
Les spectres dichroïques des quatre structures secondaires standard sont montrés 
figure II-1. Chaque motif structural possède un spectre dichroïque caractéristique. En effet, le 
spectre de l'hélice α possède trois points singuliers : un maximum d'intensité très important à 
192 nm, puis deux minima d'intensités voisines à 208 et 220 nm. Le feuillet β conduit à un 
spectre de moins grande intensité que l'hélice α avec un maximum d'absorption à 198 nm et 
un minimum à 217 nm. La structure en pelote statistique a ses maximum et minimum inversés 
par rapport au feuillet β: un minimum à 196 nm et un maximum de très faible intensité à 220 
nm. L'allure du spectre représentant l'hélice de type II est proche du spectre de la pelote 
statistique, mis à part pour l'intensité et pour le déplacement de son minimum à 206 nm. 
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Figure II-1 :   Spectres dichroïques de peptides caractéristiques des principales 
structures secondaires de protéines : l'hélice α (noir), le feuillet β (orange), l'hélice de 
type II (bleu), ainsi que la pelote statistique (vert). [θ] est l'ellipticité molaire par résidu, 
définie dans l'équation [1]. 
Pelote statistique





II. 2. LA SPECTROMETRIE DE MASSE (SM)
La spectrométrie de masse s’est révélée longtemps inefficace pour l’étude des 
composés faiblement volatiles, ce qui est le cas pour des molécules polaires et/ou de masses 
élevées comme les protéines. En effet, lorsque l’on chauffe ces composés afin de les 
introduire dans une source de spectromètre de masse, ils se pyrolysent. Ce phénomène rend 
alors leur étude difficilement réalisable par cette technique. Afin de surmonter ces problèmes, 
de nouveaux procédés ont été développés que l’on peut regrouper sous le titre « d’ionisation 
douce », notamment la désorption-ionisation laser assistée par matrice (MALDI, Matrix 
Assisted Laser Desorption Ionisation) et l’électronébulisation (ESI, ElectroSpray Ionisation). 
Ces deux techniques couplées à un analyseur à temps de vol (TOF, Time Of Flight) nous ont 
permis de contrôler la pureté à l’issue de la synthèse du peptide et de la protéine. De plus, 
l’ESI associé à un analyseur de type trappe à ion permet l’étude de complexes non covalents. 
II. 2. 1.  Le MALDI 
La technique d’analyse MALDI a connu un essor considérable au cours de ces 
dernières années pour l’analyse de molécules complexes, de biopolymères et de polymères 
synthétiques. Son succès repose sur des déterminations précises de masses moléculaires, des 
études structurales avec une sensibilité dépassant souvent une picomole alliée à une gamme 
de masse très étendue (de 500 à >200000 Da). 
Le MALDI doit son origine à Karas et Hillenkamp96. Le principe de cette méthode 
consiste à diluer l’échantillon dans une matrice, ici l’acide α-cyano-4-hydroxy-cinnamique, 
composée de petites molécules organiques absorbant fortement à la longueur d’onde du laser. 
Le mélange est déposé sur une cible métallique et « cristallise » après évaporation du solvant. 
La cible est ensuite introduite dans la source du spectromètre de masse, sous vide. 
L’échantillon est ensuite irradié par un faisceau laser impulsionnel. La relaxation de l’énergie 
absorbée conduit à une volatilisation très rapide du solide. Dans ces conditions les molécules 
intactes du composé analysé sont désorbées et ionisées. Les ions formés sont généralement du 
type (M+H)+.
Les ions expulsés de la source MALDI sont accélérés et parcourent une distance l 
dans le tube à temps de vol (TOF, Time Of Flight) de l’analyseur en un temps tm qui est 
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fonction de leur rapport masse sur charge. Les masses moléculaires des ions sont alors 
facilement analysées par la relation :  
m/z = 2V∆tm2/l2
où m et z sont la masse et la charge de l'ion; V est le potentiel accélérateur; l 
représente la longueur du tube analyseur et ∆tm est l'intervalle de temps entre l'impulsion laser 
et l'impact de l'ion sur le détecteur. L’équation ci-dessus montre que deux ions de masses 
différentes et de même charge auront des vitesses différentes. Ils auront donc des temps de vol 
différents dans l’analyseur, de telle sorte que l’ion le plus léger provoquera un impact sur le 
détecteur avant l’ion le plus lourd. Ainsi les protéines peuvent être triées de manière linéaire 
en fonction de leur masse. 
Cette technique offre un grand nombre d'avantages pour l'étude de peptides et de 
protéines. Tout d'abord, la sensibilité avoisine la picomole et l'échantillon peut aussi être 
dissout dans une large gamme de solvant, détergents ou tampons sans perturber la mesure. Un 
autre avantage important tient du fait que la pureté du produit n'est pas nécessaire. Enfin, la 
lecture du spectre est facile étant donné que l'on lit une masse associée à une, deux, trois ou n 
charge. 
A chaque étape de purification suivant les synthèses, une analyse de masse a été 
effectuée par la technique de MALDI-TOF en mode reflectron (Bruker Reflex III). 
II. 2. 2.  L’ESI 
L’ESI doit son développement à Fenn et Yamashita97. Cette technique produit des 
molécules ionisées par électronébulisation. L’échantillon est introduit dans la source via un 
capillaire à l’aide d’un gaz de nébulisation chaud (azote). L’application d’un champ électrique 
entre ce capillaire et le cône d’entrée entraîne une accumulation de charges en surface du 
liquide, telle que les répulsions électrostatiques des charges entre elles sont supérieures à la 
tension superficielle qui garantit la cohésion. Le liquide se transforme alors en fines 
gouttelettes chargées. Lorsque le solvant s’évapore, grâce au chauffage de la source et à 
l’introduction du gaz de désolvatation, les gouttelettes deviennent plus petites mais gardent 
leur charge initiale. A cause des répulsions électrostatiques, la cohésion d’une goutte n’est 
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plus assurée lorsqu’elle atteint une taille limite par rapport à sa charge, la limite de stabilité de 
Rayleigh. A ce stade, les gouttelettes explosent en plus petites unités, de même polarité. 
Finalement, le processus aboutit à la formation d’ions multichargés qui, pris dans un flux 
gazeux, sont introduits dans la partie vide du spectromètre et analysés. L’électrospray peut 
aussi être couplé à un analyseur à temps de vol. 
Un spectre de masse complexe est obtenu, montrant une distribution des ions 
multichargés. Un traitement mathématique permet de définir la masse réelle de la 
macromolécule. Elle peut être calculée en considérant les valeurs m/z de deux pics distincts 
d’une charge, de masse m1 et m2 respectivement : 
m1=(M+n1)/n1 et m2=(M+n2)/n2
Avec n2=n1-1 et m1<m2
Soit : n1=(m1-1)/(m2-m1) et M=(n1-1)(m2-1)
Les nombres de protons n1 et n2 ainsi que la masse moléculaire M de la molécule 
sont alors identifiés. 
L’ESI est très utilisé pour l’étude de petites molécules polaires et permet également 
l’accès à des protéines de haut poids moléculaire (jusqu’à 100 kDa). Cette technique a 
toutefois ses limites car lors de l’analyse de mélanges complexes chaque composé donne un 
ensemble de pics qui se superposent. Au-delà d’un mélange d’une dizaine de composés, il est 
impossible de résoudre le spectre. La sensibilité de l’ESI est la même que celle du MALDI 
(de l’ordre de la picomole), en revanche, elle ne supporte pas la présence de quantités 
importantes d’impuretés (sels, tampons . . .) et donc nécessite un dessalage préalable des 
échantillons98.
II. 2. 3.  L’ESI couplé à la trappe à ions 
La visualisation de complexes par l’ESI couplé à un analyseur de type trappe à ions 
consiste en l’isolement d’un composé de masse précise, puis en sa fragmentation en 
différentes unités non liées de manière covalentes. La distinction de chacune des masses de 




Technique de la fragmentation des complexes non covalents : la trappe ionique
La production des ions a lieu par l’utilisation de la technique nanospray, développée 
à partir de l’ESI, qui permet de réduire considérablement les quantités de matériel nécessaire. 
La compatibilité de cette méthode d’ionisation avec le piège ionique quadripolaire, ou 
« trappe à ions » permet par exemple, de sélectionner des ions d’une masse donnée au sein de 
l’échantillon. Une fois le nuage d’ions focalisé au centre du piége ionique, les trajectoires des 
ions sont rendues instables par une augmentation progressive de l’amplitude radiofréquence 
appliquée au niveau des électrodes. A chaque valeur de la tension, un ensemble d’ions de 
même valeur m/z sera éjecté. Ces ions éjectés sont ensuite détectés, en fonction de la masse 
des molécules, pouvant résulter d’un complexe non covalent composé de plusieurs unités 
indépendantes. Ensuite, une certaine quantité d’énergie fournie au système provoque une 
collision entre les différents ions présents, chacun représentant une unité d’un complexe. Ces 
ions sont alors libérés du complexe par pallier, ce qui peut nous amener à distinguer tous les 
complexes intermédiaires. Par exemple, si une masse (MC1) représente un complexe non 
covalent avec trois macromolécules, une première fragmentation génère des masses d’une 
unité seule (Mi) et d’un complexe secondaire (MC2) ; une seconde fragmentation va libérer 
tous les intervenants du complexe (2Mi et Mj) comme présenté schématiquement figure II-2 : 
Figure II-2 :  Représentation schématique de la méthode de fragmentation permettant 
de décomposer un complexe non covalent. 
Mc1 Mc2 MjMi Mi Mi
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II. 3. LA SPECTROSCOPIE DE RESONANCE MAGNETIQUE 
NUCLEAIRE
La spectrométrie de résonance magnétique nucléaire s’est largement développée pour 
l’étude des protéines : elle permet d’obtenir des informations sur leurs structures (primaires, 
secondaires et tertiaires), ainsi que sur leur dynamique et les interactions entre protéines et 
ligands. La RMN a été utilisée non seulement dans le but d’obtenir des informations 
structurales sur le peptide mais également lors de l’étude physico-chimique du complexe 
peptide-tanin formé, par mesure de la variation de déplacement chimique, de coefficient de 
diffusion, etc. L’intérêt de travailler dans des conditions les plus proches du milieu naturel 
nous impose de solubiliser nos échantillons dans l’eau. L’élimination du signal de l’eau ainsi 
que l’inconvénient relatif à la formation d’agrégats colloïdaux (complexes tanins-protéines) 
seront expliqués par la suite. Ces différentes approches vont être rappelées après un bref 
résumé du principe de la RMN, issu de la littérature 99-101.
II. 3. 1.  Brefs rappels du principe de la RMN 
Les noyaux de certains atomes possèdent un moment cinétique, et un moment 
magnétique, non nuls ce qui leur confère un spin nucléaire non nul (1H, 13C, 31P par exemple). 
A l’équilibre, lorsque ces noyaux sont placés dans un champ magnétique principal, B0, les 
spins précessent à la fréquence de Larmor, que l’on note ν0. La valeur de ν0 est liée à B0 par la 







γ étant le rapport gyromagnétique, caractéristique de chaque noyau. 
Si on applique sur l’échantillon, perpendiculairement au champ principal, un 
deuxième champ radiofréquence, B1 ( tcosB2B 011 ∆ω= ), oscillant à une fréquence ν0, le 
champ B1 interagit avec les spins et perturbe leur distribution entre les niveaux d’énergie due 
au champ fixe B0.
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Lorsque le champ radio-fréquence B1 cesse, le système retourne progressivement à 
l’état d’équilibre initial, phénomène appelé la relaxation. Ce retour à l’état d’équilibre peut se 
décomposer en une relaxation longitudinale (ou spin-réseau) selon l’axe z et une relaxation 
transversale (ou spin-spin) par rapport au plan xy de détection. La figure II-3 traduit le signal 
du système au cours de la relaxation décomposée selon l’axe y et selon l’axe z. L’évolution 
par rapport à y constitue le signal de précession libre des spins ou FID (Free Induction 
Decay), évoluant sous la forme d’une cosinusoïde amortie en fonction du temps.  
Figure II-3 :   Retour à l’équilibre après une impulsion de champ radiofréquence B1.
L’aimantation précesse au cours du temps à la fréquence de Larmor des signaux  
(ω0 = γB0) et décroît dans le plan xy et croît le long de l’axe z. Le signal de précession 
libre, détectable le long de l’axe y, est une cosinusoïde d’argument (ω0t) multipliée par 
une exponentielle décroissante caractérisant la relaxation transversale T2. Le retour à 







θ = γ B1 ∆t
B1 est appliqué pendant une durée
τ = π/(γB1) le long de l’axe x’ (du référentiel
tournant), de sorte que le vecteur résultant M0
bascule le long de l’axe y’ (précession autour
de B1). Une projection sur l’axe y’ est
obtenue pour un angle de basculement
θ = 90° (schéma ci-contre). 







Mz = M0 cosω0te-t/T2










Le passage du domaine temporel au domaine fréquentiel est assuré par un outil 
mathématique, la transformée de Fourier et conduit à l’obtention d’un spectre composé de 
raies dont la position en fréquence est associée à l’environnement électronique des noyaux et 
la largeur des raies à la dynamique des molécules. 
Le déplacement chimique δi caractérise la résonance d’un noyau i et il est déterminé 
par sa position dans le spectre par rapport à une référence. Ecrit sous la forme  
δi = [(νi – νréf)/νréf].106, il est indépendant de B0 et s’exprime en ppm. Afin de calibrer la 
valeur du déplacement chimique d’un spectre à l’autre nous utilisons l’acide propionique 
triméthylsilyl (TSP) comme référence interne (à 0 ppm).  
II. 3. 2.  Détermination de la structure de Protéines 
Dans une protéine le nombre de protons est très important ce qui entraîne un 
recouvrement partiel de nombreux pics. En outre, les PRPs sont constituées à 70% en trois 
résidus ce qui augmente le chevauchement des signaux. L’interprétation du spectre 1D est 
alors difficile (figure II-5 (B) et (C)). Cette difficulté est contournée en utilisant la RMN 
multidimensionnelle qui permet d’éclater les raies de résonance dans un espace à 2, 3 voire 4 
dimensions. La RMN bidimensionnelle (2D) homonucléaire (1H – 1H) nous a suffi quant à 
l’attribution des protons du peptide IB714. La RMN 2D hétéronucléaire (
13C - 1H) a quant à 
elle permis l’attribution ainsi que la reconnaissance de la régio-chimie de la liaison 
interflavane du dimère B3. 
II. 3. 2. a. Stratégie d’attribution 
La détermination structurale de protéines par RMN se déroule en plusieurs étapes, 
dont la stratégie a été définie par Wüthrich102 : un échantillon de protéine est solubilisé à une 
concentration suffisante (plusieurs mM) dans des conditions de pH et de température fixées. 
La première étape consiste en l’attribution de tous les protons de la protéine par acide aminé, 
chacun considéré comme un système de spin. La deuxième étape permet de relier les acides 
aminés en fonction de leur emplacement dans la chaîne peptidique et donc d’accéder à la 
structure primaire. Ensuite, un autre jeu de séquences multidimensionnelles procure des 
contraintes conformationnelles d’angles et de distances entre les atomes, qui sont enfin 
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utilisées par la modélisation moléculaire pour remonter à la structure secondaire et tertiaire de 
la protéine. 
La stratégie d’attribution développée par Wüthrich est schématisée ci-dessous : 
II. 3. 2. b. Première étape : Identification des systèmes de 
spin
L’attribution des protons de la protéine commence par l’utilisation de séquences de 
type COSY et TOCSY. La séquence COSY103 met en œuvre des couplages scalaires entre les 
protons appartenant à un même système de spin (c’est-à-dire à un même résidu dans le cadre 
des protéines). Seuls les protons géminés ou vicinaux donnent naissance à des pics de 
corrélation (couplage 2J ou 3J). En revanche, la séquence TOCSY104 met en évidence les 
couplages scalaires de type COSY et relayés existant entre tous les protons appartenant à un 
même système de spin. Ceci par l’introduction d’un temps de mélange isotrope permettant le 
transfert de l’aimantation entre les spins couplés.
Le schéma ci-dessous représente la répartition des protons par système de spin pour 
un dipeptide constitué d’une lysine (     ) et d’une glutamine (      ). 
Préparation de l’échantillon, concentration, pH, 
température… 
Attribution du « premier-ordre » : 1D, 2D
Détermination des systèmes de spins par TOCSY
Attribution du « second-ordre » :
Attribution séquentielle par ROESY, NOESY
Contraintes conformationnelles : structure 3D







Cette étape permet de cartographier tous les systèmes de spin en attribuant tous les 
protons par résidu. 
II. 3. 2. c. Deuxième étape : Structure Primaire 
Après l’identification de chaque système de spin, il faut leur attribuer une position 
exacte dans la séquence primaire en utilisant la méthode d’attribution séquentielle développée 
par Wüthrich102. La méthode repose sur l’existence systématique dans la carte NOESY ou 
ROESY de corrélations (interaction spin-spin directe) entre le proton Hα d’un résidu (i) et le 
proton HN du résidu suivant (i+1), schématisé ci-dessous :
Cette méthode est valable pour tous les acides aminés mis à part la proline dont la 
chaîne latérale est cyclisée sur l’azote tertiaire.  
Le schéma ci-contre représente des
acides aminés par système de spin. Les
groupes de protons sont corrélés entre eux par
couplage J et identifiables lors des expériences
de type TOCSY. 
  la méthode de détermination de
l’enchaînement en acides aminés par
attribution séquentielle est effectuée grâce
aux corrélations entre le Hαi et le NHi+1




      Des informations séquentielles sont fort
heureusement accessibles en observant les effets
NOEs entre les Hδ de la proline et le Hα du résidu 



























Les expériences utilisées, NOESY et ROESY, sont basées sur l’interaction entre 
protons proches dans l’espace, interaction dipôle-dipôle (moins de 6 Å de distance) et 
s’appuient sur l’effet NOE (Nuclear Overhauser Enhancement)105. Celui-ci correspond à une 
variation de l’aimantation (intensité des signaux) d’un spin i lorsqu’on perturbe l’aimantation 
d’un spin s en interaction avec i au travers des phénomènes de relaxation (couplages 
dipolaires). L’effet NOE est négatif, nul ou positif en fonction de la masse molaire des 
peptides ou protéines. 
L’expérience ROESY106,107 diffère de l’expérience NOESY par l’introduction d’un 
champ radiofréquence supplémentaire (le « spin lock ») pour verrouiller la composante de 
l’aimantation transversale le long de l’axe y’ du référentiel tournant. Dans ces conditions 
l’effet NOE est toujours positif quelle que soit la taille du peptide. L’expérience ROESY a 
donc été privilégiée lors de l’étude du peptide IB714 où les expériences NOESY ne donnaient 
aucun signal. 
II. 3. 2. d. Troisième étape : Etablissement d’une liste de 
contraintes
A ce stade de l’analyse, il est nécessaire d’obtenir des informations spatiales pour le 
repliement du squelette ou la conformation des chaînes latérales. Deux paramètres nous 
apportent des informations structurales : les valeurs de constante de couplage 3J et les effets 
NOE. Les valeurs de distances inter proton et d’angle de torsion, déterminées 
expérimentalement permettent d’établir des listes de contraintes géométriques, utilisées par la 
suite pour la détermination de structure spatiale à l’aide de la modélisation moléculaire. 
Effets NOE :
Lorsque tous les effets NOE séquentiels (Hαi et NHi+1) sont attribués, il reste les 
taches de corrélations impliquant des proximités spatiales (i i+2, i+3, i+4…), indiquant une 
estimation de la distance des protons dans l’espace en fonction de l’intensité des pics (entre 2 
Å et 6 Å). L’examen des effets NOE permet de repérer l’existence de motifs de structure 
secondaire ainsi que des repliements tridimensionnels de la protéine. En effet, l’intensité des 
pics corrélés en ROESY est proportionnelle à l’inverse de la distance entre deux protons. De 
fait, si une distance entre deux protons est connue, que l’on nomme rréf, il est alors possible de 









où Sréf et Si sont respectivement l’intensité de la tache de corrélation entre les protons 
dont la distance est connue et l’intensité d’une tache entre proton dont la distance reste à 
déterminer. 
Les contraintes de distances sont obtenues par l’intensité des pics corrélés en 
ROESY et déterminées par XEASY108.
Constantes de couplage 3J :
Les valeurs des constantes de couplage scalaire 3J sont corrélées aux valeurs des 
angles dièdres entre atomes voisins donc nous informent sur les contraintes d’angles du 
squelette protéique109. Elles sont mesurées soit directement sur le spectre 1D, soit grâce à 
l’utilisation d’une séquence COSY avec un filtrage double quanta (COSY-DQF)110,111.
A, B et C sont des constantes, dont les valeurs sont respectivement 6,4, -1,4 et 1,9 Hz 
dans le cadre des protéines112.
II. 3. 2. e. Structure tridimensionnelle 
Les renseignements structuraux issus de la RMN, comme les valeurs de 
déplacements chimiques, et les contraintes d’angles et de distances sont intégrées dans le 








θ La relation existant entre les constantes
3J et les angles dièdres θ est définie selon la
relation de Karplus : 
3J = A cos2 θ + B cos θ + C 
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coordonnées spatiales. Ce fichier est ensuite utilisé pour effectuer un raffinement de structure 
par modélisation moléculaire (cf § II-4).  
II. 3. 3.  Dynamique 
La RMN permet également d’obtenir des informations dynamiques sur des systèmes 
en échange.  
Soit un échange entre deux espèces A et B :  
La figure II-4 montre l’aspect du spectre en fonction de la vitesse de l’échange entre 
les formes A et B : 
Figure II-4 :   Variation de la nature du spectre RMN 1H en fonction de la vitesse de 
l’échange.  
Dans le cas d’un échange dit « rapide », un signal unique est observable qui 
représente un déplacement chimique moyen dont la position dépend de la fraction de A ( Af )















Ainsi, si l’on suit la variation de la valeur du déplacement chimique (δ) en faisant 
varier la concentration de l’une des composantes de l’échange (A ou B) on peut remonter à 
Ka
114. Cette propriété sera appliquée à la détermination de la constante de dissociation tanin-
protéine (cf chapitre V). 
II. 3. 4.  Coefficient de Diffusion translationnel, D 
La diffusion translationnelle d’une molécule dans un solvant suit un mouvement 
brownien de temps de corrélation τc caractérisé par un coefficient de diffusion D. Ce dernier 
est associé à la taille de la molécule comme le montre l’équation de Stockes-Einstein [3] : 
=
r6
kTD πη                                                             [3] 
où k est la constante de Boltzmann, η la viscosité de l’eau (en poiseuille), et r le 
rayon hydrodynamique de la molécule considérée sphérique. 
Le suivi du coefficient de diffusion D du peptide en fonction de la concentration en 
B3 rajouté dans la solution, nous permettra de rendre compte de la taille du complexe ainsi 
obtenu mais également de la constante de dissociation, de la même manière que la variation 
du déplacement chimique. 
Mesure des coefficients de diffusion
Les mesures de coefficient de diffusion translationnel sont réalisées à l’aide de 
séquences unidimensionnelles consistant en un écho de spin stimulé en parallèle à l’utilisation 
de gradients bipolaires (séquence de type stebpgp1d - Bruker)115,116.
La technique consiste à faire disparaître le signal au fur et à mesure de 
l’augmentation des gradients. La puissance et le temps d’impulsion des gradients sont calibrés 
de telle sorte qu’entre l’application de 2% et 95% de gradient z, il ne reste qu’environ 5 à 10% 
du signal. 
Il existe une relation directe entre l’intensité du signal résiduel et le gradient 
appliqué, définie par la relation [4]  : 
ln(I/I0) = -[γ2 x δ2 x Gz2 x (∆-δ/3)] D                                 [4] 
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Avec I0, l’intensité du pic avec un gradient z de 2%, et I l’intensité résultante ; γ étant 
le rapport gyromagnétique. ∆ et δ sont respectivement le temps de diffusion et la durée 
d’application des gradients. Lorsqu’on trace ln(I/I0) versus Gz
2, la pente permet de remonter à 
D.
L’étape préliminaire est la calibration du gradient propre au spectromètre. Pour cela 
différents échantillons dont le coefficient de diffusion est connu (sous certaines conditions de 
concentration et de température), sont testés. Par exemple, l’eau dans l’eau à 25°C a un  
D ≈ 2 10-9 m2.s-1. Par un cheminement inverse la valeur du gradient effectif (Ge) est de  
Ge = 0,55xGz pour la sonde BBI du spectromètre 400 MHz donc il faudra systématiquement 
corriger la valeur du gradient par 0,55.  
II. 3. 5.  Spectres de protéines dans l’eau et complexées 
avec les tanins 
II. 3. 5. a. Elimination de la résonance de l’eau 
L’intérêt de travailler dans de l’eau est primordial pour s’approcher des conditions 
naturelles. Or la concentration des protons dans l’eau avoisine les 110 M, ce qui est de très 
loin supérieur aux concentrations de protéine ou de complexe utilisés (10-3 M). De plus, 
travailler à 100% de D2O provoquerait une extinction des protons échangeables. Il est donc 
indispensable de supprimer la résonance des protons de l’eau pour visualiser ceux de la 
protéine ou du dimère B3. Deux techniques sont envisageables : la présaturation ou la 
technique WATERGATE (WATER suppression by Gradient Tailored Excitation).  
La présaturation117 est une séquence simple dans laquelle une puissance d’irradiation, 
centrée sur le signal de l’eau, est insérée en début de séquence (puissance d’irradiation à 48 
dB). Le WATERGATE a été introduit par Piotto et al.118 en utilisant des gradients de champ.  
La figure II-5 représente trois spectres obtenus respectivement avec une simple 
impulsion (A), avec une présaturation (B) et enfin avec un WATERGATE (C). 
Méthodes Physico-Chimiques 
58
Figure II-5 :   Nécessité de la suppression du signal de l’eau. Spectres 1D du peptide 
IB714, avec une séquence d’impulsion classique (A), avec une présaturation sur le signal 
de l’eau (puissance de présaturation 48 dB) (B), avec un WATERGATE (gradients 3-9-
19) (C). 
Chacune des techniques a ses avantages et ses inconvénients dans le cas de l’étude de 
protéines. En effet, lors d’une expérience de présaturation l’élimination du signal de l’eau a 
lieu avant l’acquisition donc tous les protons de l’eau ou ceux en échange avec l’eau vont être 
perturbés. Lors de l’expérience WATERGATE, les gradients sont appliqués pendant 
l’acquisition et donc n’affectent pas les protons labiles. De ce fait, l’élimination du signal de 
l’eau par présaturation peut diminuer l’intensité des pics protons des groupements NH en 
échange avec le solvant que l’on irradie. Malheureusement, la technique WATERGATE ne 
permet pas de visualiser correctement les pics sortant à proximité de la résonance de l’eau. Il 
faudra jongler avec ces deux méthodes en fonction des groupements que l’on souhaite 
distinguer.  
II. 3. 5. b. HR-MAS 
L’utilisation d’une sonde HR-MAS (High Resolution - Magic Angle Spining) a 
plusieurs intérêts. Les échantillons étudiés ici peuvent se retrouver sous forme colloïdale, 
d’une part par la nature colloïdale des tanins77 et d’autre part parce que les complexes tanins-
protéines formés sont susceptibles de former des agrégats. Or les spectres RMN de composés 
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colloïdaux présentent des raies élargies dues aux interactions de RMN des solides qui ne sont 
plus annulées par les mouvements rapides des molécules. En effet, les agrégats colloïdaux ont 
des mouvements beaucoup plus lents que les molécules isolées en solution. Le blindage 
électronique devenant anisotrope et le couplage spin-spin direct provoquent l’élargissement 
des raies de résonance. Toutes les interactions ont une loi d’échelle en 
2
1cos3 2 −θ . Ce terme 
s’annule pour un angle θ de 54,7°.
La figure II-6 montre les spectres de la catéchine après agrégation (en plusieurs 
jours) en statique (A) et en rotation à l’angle magique (B). Il semble évident que la rotation 
nous ramène à un spectre résolu.
Figure II-6 :   Spectres 1H de la (+)-catéchine, A : enregistré dans une sonde liquide et 
B : enregistré dans une sonde HR-MAS119.
En outre, une sonde de ce type avec gradients est disponible sur un spectromètre d’un 











La rotation à l’angle magique (54,74°) permet
d’éliminer les potentielles interactions dipolaires pouvant
apparaître sur des solutions à la frontière entre le liquide et
le solide. Les interactions magnétiques internes anisotropes
sont alors généralement moyennées à condition que la
vitesse de rotation de l’échantillon soit suffisamment
rapide. Le spectre obtenu en rotation est donc typique d’un
spectre liquide haute résolution. 
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d’augmenter la résolution et le rapport Signal/Bruit par rapport au 400 MHz. De plus, cette 
sonde permet de travailler sur des rotors de 80 µl ce qui nécessite donc moins de matériel 
(pour une solution à 5 mM, il faudrait 2,6 mg pour 400 µl et 0,52 mg pour 80 µl pour le 
peptide IB714, et on passe de 11,3 mg à 2,27 mg pour la protéine IB7). 
II. 4. LA MODELISATION MOLECULAIRE
La modélisation moléculaire utilise des méthodes de calcul théorique (mécanique 
moléculaire, dynamique moléculaire, mécanique quantique ab initio ou semi-empirique) 
confrontées à des expériences réalisées sur la matière : ces deux approches expérimentales ou 
purement théoriques deviennent alors complémentaires. La dynamique moléculaire propose 
une description de la matière à l’échelle atomique ainsi que son suivi au cours du temps. Cette 
analyse répond à de nombreuses questions sur la structure de protéines et sur la dynamique 
des systèmes. 
II. 4. 1.  Principes de la dynamique moléculaire 
La dynamique moléculaire est une méthode d'étude des mouvements et de l'évolution 
de la configuration spatiale des systèmes moléculaires. La technique repose sur la nature des 
liaisons et des atomes, avec leurs forces associées. Elle dépend également du milieu dans 
lequel l’échantillon est placé. Ces deux notions vont être abordées uniquement dans le cadre 
des expériences réalisées sur l’étude des protéines et des complexes. 
Le champ de forces
Le mouvement des atomes est inhérent à tout système chimique et les vibrations 
atomiques dépendent de la température. Au niveau moléculaire, cet effet se traduit par une 
compression/extension des liaisons ou par la variation des angles de valence ou de torsion. 
Ainsi une molécule est considérée comme un ensemble d'atomes dont les interactions 
mutuelles peuvent être décrites par une fonction d'énergie potentielle ou champ de forces. Les 
atomes représentés par des sphères sont reliés dans le cas d'une liaison covalente par des 
ressorts. La distribution des électrons, considérée comme implicite, est localisée sur les 
liaisons du système et représentée par la distribution de charges sur les atomes de chaque 
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molécule. Ces charges peuvent être calculées de façon à reproduire le moment dipolaire de la 
molécule ou la surface de potentiel électrostatique obtenue par calcul ab initio.
On appelle « champ de forces », le fichier où tous les paramètres de charges, de 
constantes d’oscillateur ou de rayons de Van der Waals sont définis. On y distingue deux 
types de termes énergétiques : les termes liés et les termes non liés. Il existe divers champs de 
forces mais seul AMBER120 a été utilisé pour ce travail. Il est reconnu comme le meilleur 
champ de forces pour l’étude de peptides et de protéines. 
Ce champ de forces est définit par trois termes liés pour une molécule et trois termes 
non liés, selon l’équation suivante : 
−+++++= − eVdWEEEEE HHtorsionvalenceliaisonT
Les termes liés sont les énergies de déformation de liaisons, des angles de valence, 
des angles de torsions et des interactions en dehors du plan (figure II-7). Pour avoir 
l’expression complète de l’énergie d’une molécule, il faut aussi rajouter les termes d’énergie 
non liés, dus à l’interaction électrostatique d’une part et à l’interaction de Van der Waals 
d’autre part. Dans le cadre des protéines, un terme spécifique pour les liaisons hydrogène est 
indispensable.
Figure II-7 :  Illustration graphique des quatre termes d’énergie liée du champ de force 
AMBER ; déformation (1) des liaisons, (2) des angles, (3) des angles de torsion et (4) des 
interactions en dehors du plan. Les atomes sont représentés par des sphères et les liaisons 
par des ressorts. 




Le solvant implicite et la périodicité
Il est important de replacer notre échantillon protéique dans un solvant mimant la 
réalité. Les calculs ont été faits dans un solvant implicite, l’eau (ε =  78,5), où les atomes de 
l’eau ne sont pas représentés mais remplacés par un potentiel continu, contrairement au 
solvant explicite qui nécessitait alors beaucoup trop de temps de calculs. Ce solvant implicite 
ne considère que les énergies de solvatation et de cavitation par rapport à la molécule placée 
artificiellement dans l’eau. 
Le Cut-Off
Le nombre de paires d'atomes à considérer augmente avec la taille du système étudié. 
En effet, si le système étudié comporte 1 000 atomes, la somme des interactions non-liées est 
~ 500 000 termes. Une distance de troncature ou "Cut-Off " est utilisée pour limiter les temps 
de calcul et réduire ce nombre. Une revue regroupant plusieurs méthodes de Cut-Off a été 
publiée par Brooks et al.121.
Le Cut-Off est une distance limite au-delà de laquelle les interactions "non-liées" 
(van der Waals et électrostatiques) sont ignorées. Le Cut-Off peut être défini par paire 
d'atomes ou par groupe. Avec un Cut-Off défini par paire d'atomes, ne sont calculées que les 
interactions d'un atome X avec les autres atomes contenus dans la sphère centrée sur X et 
ayant le Cut-Off pour rayon. 
La notion de « cut-off » permet donc de réduire le nombre d’interactions en estimant 
qu’au-delà d’une certaine distance les interactions sont négligeables.  
II. 4. 2.  Minimisation des structures de protéines 
Lors de la reconstruction d’un système biologique par modélisation moléculaire, les 
atomes peuvent en un premier temps prendre des positions arbitraires. Tous les angles ne sont 
pas possibles pour de simples considérations géométriques. Des modèles atomiques, prenant 
en compte les distances interatomiques connues et les rayons de van der Waals, permettent 
d'observer que certains angles sont beaucoup plus probables que d'autres selon la nature des 
acides aminés. Des conformations sont donc plus stables que d'autres demandant moins 
d’énergie au système. Il est donc impératif de relaxer la géométrie du système afin de 
diminuer le coût énergétique. Ce mécanisme s’appelle la minimisation.  
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La minimisation de la structure du peptide a été réalisée en maintenant les contraintes 
obtenues par RMN sur les angles dièdres et les distances entre les protons. Les minima 
atteints après minimisation dépendent de la géométrie de départ. Ceci est dû à la complexité 
des systèmes étudiés et à la multitude de minima de l'hypersurface de l'énergie potentielle qui 
en résulte (représenté schématiquement figure II-8). Le logiciel DISCOVER permet entre 
autres deux méthodes de minimisation que nous avons également utilisées : la méthode des 
gradients par "steepest descent" (SD) (littéralement "à descente le plus rapide")122 ou celle des 
gradients conjugués (CG) (Conjugate Gradient)123. L’utilisation successive des deux 
techniques permet dans un premier temps, par SD de descendre rapidement vers un minimum 
local, puis, par CG, d’affiner le calcul. Cette méthode est une méthode de choix pour les gros 
systèmes, le temps d'intégration est plus long que par SD car la minimisation se fait pour 
toutes les directions, cependant cette perte est compensée par une meilleure convergence vers 
un minimum. La minimisation s'arrête lorsqu’un critère de convergence RMS (Root Mean 
Square) du gradient de l'énergie potentielle V atteint une valeur inférieure à celle définie par 
l'utilisateur ou le nombre d'itérations défini par l'utilisateur est atteint.  
Figure II-8 :   Représentation schématique des puits d’énergie. 
II. 4. 3.  Dynamique  
La simulation en dynamique moléculaire (DM) utilise la seconde loi de Newton pour 
décrire le mouvement d’une molécule en fonction du temps : 




Position arbitraire de départ
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Où Fi est la force, mi la masse et ai l’accélération de l’atome i. Comme le montre 
l'équation de Newton, la vitesse et le sens du mouvement atomique dépendent des forces qui 
s'exercent entre les atomes. Les vitesses des particules sont réparties selon une distribution de 
Maxwell-Boltzmann qui centre la distribution des vitesses autour d’une vitesse moyenne 
choisie en fonction de l’énergie cinétique que l’on attribue au système. Elle est habituellement 
obtenue en élevant la température d’un système moléculaire placé initialement au zéro absolu 
et en amenant ainsi progressivement les atomes qui le constituent à l'énergie d'équilibre. La 
dynamique moléculaire permet de calculer la force exercée sur chaque atome et de déterminer 
les différentes informations liées à la connaissance de cette donnée (vitesse et position des 
atomes pendant un intervalle de temps spécifique, de l'ordre de 1 ps à quelques ns suivant les 
systèmes moléculaires).
La force Fi qui s'exerce sur un atome i  peut être directement calculée depuis la 
dérivée de l'énergie potentielle V. La mécanique moléculaire ne permet de calculer l'énergie 
que pour des applications n'induisant pas de modifications importantes de la structure 
électronique (ex : rupture/formation d'une liaison). La chimie quantique donne une valeur de 
l'énergie permettant d'étudier des processus dynamiques entraînant des changements 
chimiques mais cette application est d'utilisation limitée compte tenu de la durée des calculs 
nécessaires à la détermination de la fonction énergie. La dynamique moléculaire permet 
d'étudier la trajectoire des atomes à partir de la connaissance des forces s'exerçant sur chaque 
atome et des masses atomiques. 
Par la dynamique nous avons accès au minimum d’énergie par une traversée rapide de 
tous les puits d’énergie (représenté figure II-8). La technique de la dynamique stochastique a 
été utilisée à ces fins. Elle prend en compte la viscosité et les termes de chocs aléatoires, ceci 
en élevant la température pour favoriser le passage des barrières d’énergie.  
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Chapitre III SYNTHESE D’UNE PRP DE LA 
SALIVE HUMAINE ET D’UN TANIN DU RAISIN
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III. 1. PRODUCTION DE PROTEINES ET DE TANINS : 
SYNTHESE OU EXTRACTION DE PRODUITS NATURELS ? 
L’étude structurale de protéines ainsi que la mise en évidence d’un complexe entre 
tanin et protéine, suivie de l’étude physico-chimique de ce complexe requiert des quantités 
relativement importantes de matériel. La synthèse des deux protagonistes impliqués a donc 
été optimisée dans ce but. Nous allons décrire dans ce chapitre les voies empruntées pour 
l’obtention de produits purs. La protéine IB7 étant une protéine naturelle de la salive humaine, 
trois voies d’obtention sont envisageables : l’extraction directe à partir de la salive, la 
synthèse par voie chimique ou bien la surexpression. La salive constitue un mélange de 
protéines, de carbohydrates et d’ions ayant pour principale fonction de lubrifier les 
muqueuses18. La grande diversité des constituants rend difficile l’extraction d’une protéine en 
particulier. De plus, les protéines peuvent subir des modifications post-traductionnelles, 
comme par exemple l’hydroxylation des prolines124, ce qui ajoute encore de la multiplicité. 
Dans ce cas, purifier et caractériser une protéine de masse aléatoire n’est pas aisé. Par le biais 
de la synthèse chimique nous pourrons travailler sur une protéine homogène et de 
composition primaire connue. Cependant, certains peptides sont connus pour leur difficulté à 
être synthétisés comme les peptides hydrophobes en raison de leur faible solubilité en milieu 
aqueux125. Certains résidus requièrent également une attention particulière de part leur nature 
chimique. Les prolines engendrent la formation de coudes qui peuvent gêner l’attachement à 
l’acide aminé suivant. La glycine, le plus petit des résidus, est capable de s’enfouir entre les 
différentes chaînes en élongation et donc masquer l’extrémité réactive. Les protéines riches en 
proline sont, comme leur nom l’indique, constituées de nombreux résidus proline (40 %) et 
glycine (21 %). Pour ces raisons, la voie de synthèse sur de longues protéines riches en 
proline n’est pas utilisée. En effet, dès lors que les peptides riches en proline étudiés 
possèdent plus d’une vingtaine de résidus, l’extraction directe à partir de la salive est préférée 
à la synthèse par voie chimique : la synthèse a donc été privilégiée pour des tétra-peptides à 
des peptides d’une vingtaine de résidus124,126-130, alors que l’extraction a majoritairement été 
effectuée dans le but d’obtenir un ensemble de protéines de la salive humaine et non une 
protéine isolée21,92,131-133.
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Le défi que constitue la synthèse peptidique de PRPs a été entrepris.  
En ce qui concerne les tanins, deux voies d’obtention de dimères sont également 
possibles : l’extraction directe de tanins à partir de pépins de raisin ou la synthèse chimique. 
Les deux techniques ont été utilisées lors de ce travail. Comme nous le verrons, la synthèse 
chimique a donné de meilleurs résultats. 
Nous allons donc présenter ici la synthèse en phase solide de la protéine, qui nous a 
permis d’isoler des quantités suffisantes de protéines ainsi que la synthèse par couplage 
cationique du dimère B3.  
III. 2. LA PROTEINE IB7 ET LE PEPTIDE IB714
III. 2. 1.  Synthèse du peptide et de la protéine 
La synthèse peptique sur support solide de IB7 et IB714 (dont les séquences primaires 
sont reprises ci-dessous), a été entreprise grâce à un synthétiseur de peptides semi-
automatique. 
III. 2. 1. a. Stratégie de la synthèse : Synthèse Peptidique en 
Phase Solide (SPPS) 
Merrifield en 1963 introduit la synthèse de peptide en phase solide (SPPS) pour créer 
une chaîne peptidique linéaire134. Depuis, cette technique a été largement développée et 
reconnue comme la meilleure méthode de synthèse de peptides, permettant l’obtention rapide 
de peptides plus longs. Il existe deux méthodes de chimie en synthèse sur support solide, les 
chimies Boc ou Fmoc, la première nécessitant un milieu acide et la seconde un milieu 
basique, lors des déprotections. La méthode Fmoc, plus douce, a été choisie au détriment de la 
Boc qui requiert l’utilisation d’acide fluorhydrique hautement acide. 
SPPGKPQGPPPQGG14NQPQGPPPPPGKPQGPPPQGGNKPQGPPPPGKPQGPPPQGDNKSR 59
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La caractéristique de la SPPS est l'utilisation d'un support solide, qui d’une part, 
apparaît inerte vis-à-vis des solvants et réactifs de synthèse et d’autre part, permet une 
solvatation optimale du peptide en élongation. Il se présente sous la forme d'une résine 
constituée de billes de polystyrène réticulé à 1% de divinyl-benzène. Cette résine est 
préchargée : c’est-à-dire qu’elle porte le résidu aminé par lequel la synthèse doit commencer, 
soit le carboxy-terminal (C-ter) car la synthèse se fait dans le sens C-ter vers l’extrémité 
amino-terminale (N-ter). 
Tous les acides aminés sont protégés au niveau des groupements amines par un 
groupement Fmoc ce qui permet de rendre l’extrémité N-ter momentanément non réactive. 
Afin de prévenir les réactions secondaires entre les α-amines et les chaînes latérales 
fonctionnelles, d’autres protections masquent les groupements réactifs des chaînes latérales, 
comme suit :  
 le groupement hydroxyle de la serine et la fonction acide carboxylique de 
l’acide aspartique sont protégés par un t-butyle ; 
 l’ammonium de la lysine porte un Boc ; 
 les amides primaires des glutamines et asparagines portent un trityle ; 
 un 2,2,5,7,8-pentamethylchroman-6-sulfonyl (PMC) masque le groupement 
guanidium de l’arginine. 
III. 2. 1. b. Etapes de la synthèse 
La synthèse d’un peptide est réalisée par fixation séquentielle de chaque acide aminé 
constituant la chaîne peptidique. Chaque fixation d’un résidu consiste en une série d’étapes 
résumées dans la figure III-1.  
La résine est porteuse du premier résidu aminé, la première étape dans l’assemblage 
de la chaîne est donc la déprotection du groupement Fmoc de l’acide aminé préchargé sur la 
résine, pour laisser une extrémité α-amine libre à l’extrémité peptidique accessible. Cette 
déprotection est assurée par une amine secondaire, la pipéridine.
La seconde étape est l’activation de l’acide aminé libre (et encore muni de son Fmoc 
en N-ter), à fixer en deuxième position, par transformation en ester activé. Différentes 
méthodes d’activation sont alors possibles, comme les milieux HOBt/DCC, l’anhydride 
acétique symétrique ou le HBTU-FastMoc. 
Synthèse d’une PRP de la salive humaine et d’un Tanin du raisin 
70
Figure III-1 :   Schéma de synthèse sur support solide par la méthode FastMoc. 
L’activation par HBTU a été introduite d’après Dourtouglou et al.135, et l’adaptation à la 
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Le succès du couplage d’acides aminés en phase solide dépend non seulement de la 
réactivité du groupement carboxyle de l’acide aminé protégé mais aussi de l’accessibilité du 
résidu terminal du peptide en cours d’élongation fixé à la résine137. Par exemple, les acides 
aminés esters HOBt sont connus pour réagir rapidement avec les amines138 mais si le temps 
pour l’activation est insuffisant, la concentration d’ester activé n’est pas suffisante pour faire 
réagir complètement les sites amines durant le couplage. Les solvants de couplage et 
d’activation doivent être compatibles avec les solvants de solvatation du peptide-résine139.
L’HBTU, combiné à l’HOBt et DIEA, produit une forte activation des Fmoc-acides aminés140
ceci plus rapidement qu’un activateur de type HOBt/DCC. La méthode FastMoc tient son 
nom de l’utilisation de HBTU en plus de l’HOBt (Applied Biosystem). Les deux réunis 
entraînent une réaction cinétiquement favorisée et une meilleure solvatation de la résine141.
Donc l’HBTU est dissout dans une solution de HOBt dans DMF, puis le tout est mélangé à 
une solution contenant du DIEA dans NMP. 
L’acide aminé libéré est alors prêt à recevoir le résidu suivant que l’on a donc 
préalablement activé par une solution de HOBt/HBTU. 
Durant le couplage, l’ester activé forme une liaison amide avec le résidu déprotégé 
en cours d’élongation (figure III-1). La mise en présence des deux groupements réactifs est 
réalisée en deux passages successifs : un premier acide aminé est présenté à la résine avec un 
excès de 4 résidus libres pour une chaîne en élongation. Une fois le couplage terminé, la 
résine est lavée puis incubée à nouveau avec le même acide aminé. Après ce double couplage, 
les sites n’ayant pas réagi lors du premier passage d’un résidu sont encore susceptibles d’être 
fixés au cours du second passage. En ce cas, l’objectif à chaque fixation se situe à 98% du 
couplage. Un des problèmes rencontrés lors du couplage est la formation de liaisons 
hydrogène intra peptidiques. Elles pourraient alors entraîner la formation d’« agrégats » 
bloquant ainsi l’accessibilité de l’acide aminé déprotégé pour l’acide aminé libre. Afin de 
pallier cette éventualité le couplage est réalisé en rajoutant une base (DIEA) dans du NMP 
(couplage anhydre). 
Malgré toutes les précautions prises pour atteindre une réactivité maximale des 
résidus et donc une fixation optimale, certains acides aminés (aan+1) ne fixent pas les acides 
aminés (aan) libres, laissant place à une fonction aminée active pouvant être fixée par le résidu 
présenté ultérieurement (aan-1). Ce phénomène donnerait naissance à des peptides possédant 
des délétions en milieux de chaîne (aan-1  aan+1), comme montré sur la figure III-2. Afin 
d’éviter ces synthèses tronquées en milieu de chaîne, le blocage de toutes les fonctions amines 
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qui n’ont pas réagi est réalisé par un traitement à l’anhydride acétique : c’est l’étape de 
capping. Ce produit va bloquer les groupements aminés libres du Fmoc n’ayant fixés aucun 
résidu, ce qui inhibera la fixation avec un quelconque acide aminé pour éviter de créer des 
séquences incomplètes en milieu de chaîne. 
Figure III-2 :   Représentation de la formation de peptides tronqués en milieu de chaîne. 
Un nouveau cycle peut alors commencer par la déprotection de l’amine sur le peptide 
en élongation. Ces étapes sont alors répétées jusqu’à l’obtention du peptide complet. 
Suivi de la synthèse par mesure de la conductivité 
Au cours de la synthèse, des réarrangements structuraux du peptide peuvent se 
produire. Or, cette redistribution peut interférer avec la capacité de déprotection et de 
couplage. Le suivi du succès de l’élongation est réalisé en temps réel après chaque 
déprotection de manière automatique par la mesure de la conductivité. Le principe repose sur 
l’étroite corrélation entre la déprotection et le couplage142. Un faible taux de déprotection 
indique un couplage faible ou incomplet. Rajoutée en excès l’action de la pipéridine a lieu à 
deux niveaux successifs. La première génère un dibenzofulvène qui réagit en un second temps 
avec une molécule de pipéridine pour donner un dibenzofulvène-pipéridine, quantifiable en 
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Figure III-3 :   Mode d'action de la pipéridine et produits secondaires formés permettant 
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de la déprotection a pu être suivie grâce à un système de mesure automatique de la 
conductivité installé sur le synthétiseur ABI 433A. Un exemple d’enregistrement schématisé 
est montré sur la figure III-4. L’action de la pipéridine est effective par cycles (avec un 
minimum de quatre) à la fin desquels une mesure de conductivité est réalisée. L’étape de 
déprotection cesse dès lors que le dernier pic observé est égal au précédent (à 10% du signal 
de départ), ce qui suggère que la conductivité mesurée provient du bruit de fond. 
III. 2. 1. c. Isolement et purification 
Une fois la synthèse arrivée à terme après fixation du dernier résidu, le peptide est 
séparé de son support solide, la résine et les groupements protecteurs des chaînes latérales 
sont clivés simultanément. 
Il reste alors à purifier le peptide parmi les morceaux de séquences tronquées, par 
chromatographie liquide haute performance. La vérification de la présence de peptide de 
masse connue est effectuée par spectrométrie de masse de type MALDI. 
III. 2. 2.  Matériels et Méthodes 
III. 2. 2. a. Synthétiseur 
La synthèse peptidique a été réalisée à l’aide d’un synthétiseur de peptide semi-
automatique Applied Biosystems Syntheziser 433A (PE Biosystem, Courtaboeuf, France). La 
méthode de chimie s’est orientée vers la stratégie FastMoc, notée FastMoc-
CondMonPrevPeak chez le fabricant. La résine, les Fmoc-acides aminés, protégés au niveau 
des groupements latéraux, ainsi que HOBt et HBTU proviennent de la compagnie 
Novabiochem (Läufelfingen, Switzerland) et les solvants de SDS (Peypin, France). 
Les solvants et réactifs sont délivrés au synthétiseur sous pression. La composition 
des bouteilles, numérotées par le fabricant, est détaillée ci-dessous : 
 Bouteille de déprotection : 20% de pipéridine dans NMP, 
 Bouteille de capping : anhydride acétique/DIEA/HOBt (19 ml/9 ml/0,8 g, v/v/v) 
dans 400 ml de NMP, 
 Bouteille d’activation : HBTU/HOBt (37,9 g/13,6 g) dans 200 ml de DMF, 
 Bouteille d’activation et couplage : 35% de DIEA dans NMP 
Synthèse d’une PRP de la salive humaine et d’un Tanin du raisin 
75
 et  Bouteilles de lavage : DCM et NMP respectivement.  
III. 2. 2. b. Synthèse du peptide IB714 et clivage de la résine 
0,1 mmol de résine Wang préchargée avec une glycine sont utilisées. Les acides 
aminés libres sont présentés en excès de 10 par rapport à la résine.  
Le double couplage est un module conditionnel du programme de gestion de 
l’automate, il dépend de la fixation précédente, dont le bon déroulement est suivi par la 
mesure en temps réel de la conductivité, comme présenté figure III-4. Le second couplage 
n’est effectué que lorsque la dernière déprotection observée n’est pas conforme aux 
restrictions demandées pour la déprotection (§ III.2.1.b suivi de la conductivité).
Figure III-4 :   Représentation du suivi de la conductivité après action de la pipéridine. 
Le double couplage est un module conditionnel fonction de la qualité de la déprotection 
précédente.
A la fin de l’élongation, le peptide fixé à son support solide, est récupéré. Le clivage 
de la résine ainsi que des groupements protecteurs des chaînes latérales du peptide IB714 est 
réalisé simultanément en milieu acide. Le peptide est placé dans un mélange 
TFA/thioanisol/H2O Milli Q (95/3/2, v/v/v), 10 ml pour ~0,8 g de peptide-résine, sous 
agitation non magnétique pour ne pas broyer la résine. Après 120 mn par un passage de 0°C à 
température ambiante, la résine est filtrée du mélange de peptides libres et des groupements 
protecteurs sur verre fritté. L’ensemble est lavé avec TFA puis DCM. Ces deux solvants sont 
ensuite évaporés sous pression réduite et le brut de synthèse est récupéré par une extraction au 
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soluble dans l’eau, seuls les réactants du clivage se retrouvent dans la phase éthérée et cela 
permet une première élimination grossière des groupements protecteurs. La phase aqueuse 
contenant le peptide est alors lyophilisée. 
III. 2. 2. c. Synthèse de IB7 et clivage de la résine 
La synthèse du peptide IB714, représentant la partie amino-terminale de la protéine 
IB7, ne nécessite pas de précautions particulières car sa taille le rend relativement facile à 
synthétiser. Au contraire, pour arriver à son terme avec un rendement correct, la synthèse de 
la protéine entière IB7 requiert quelques modifications.  
La méthode utilisée est la FastMoc à 0,25 mmol d’arginine prégreffé sur la résine, 
avec un excès d’un facteur 4 en acides aminés libres. La résine utilisée est la résine NovaSyn®
préchargée avec de l’arginine, que nous avons préférée à la résine Wang, reliée au premier 
acide aminé par un groupement HMP. En effet, le taux de substitution de la résine NovaSyn®
est moins élevé (entre 0,1 et 0,3 mmol.g-1 de résine) ce qui la rend plus adaptée à l’élongation 
de longues chaînes peptidiques. De plus la résine NovaSyn® est dotée d'un polyéthylèneglycol 
qui constitue un bras espaceur empêchant un retour de l'α-amine sur la résine. Ceci permet 
d’obtenir un meilleur rendement. 
Au préalable, nous avons réalisé une plus longue solvatation (doublée) de la résine 
grâce à deux passages successifs de DCM ainsi que de NMP.  
Au niveau du synthétiseur, chaque étape de la synthèse est représentée par un module 
qui consiste en une série de commandes que nous pouvons modifier, en maintenant un 
langage Applied Biosystem cohérent. Certains modules de la méthode FastMoc2.5 sont donc 
optimisés dans ce but : 
ϕ Module B : déprotection : étape 21, fonction 51 : 14 ; soit une augmentation de 
30%du temps de délivrance de la pipéridine, étape 22, fonction 56 : 5 ; lavage au NMP 
ϕ Module A : activation : étape 13, fonction 94 : 10 ;  étape 14, fonction 98 : 10 ; soit 
une augmentation de 20% du pourcentage d’anhydride acétique délivré,  
ϕ Module C : capping : étape 3, fonction 52 : 42 ; étape 4, fonction 40 : 5 ; étape 5, 
fonction 41 : 5 ; soit la quantité d’agents activants (HBTU, HOBt, DIEA) est augmentée 
~20% ; 
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ϕ Module F : coulage : étape 22, fonction 98 : 35 ; soit le temps de couplage entre le 
peptide en cours d’élongation et les acides aminés libres a été rallongé de 17% pour chaque 
résidu.
Les temps d’action de la majorité des produits sont ainsi augmentés le double 
couplage est rendu obligatoire pour tous les acides aminés. 
A la fin de l’élongation, la protéine IB7 est récupérée pour subir un traitement acide 
dans le but de récupérer un produit libéré de la résine et comportant des chaînes latérales 
fonctionnelles, sans groupements protecteurs. Il est à noter que le processus de clivage et 
d’extraction diffère entre le peptide IB714 et la protéine IB7 entière. IB7 requiert une solution 
de clivage plus complexe en raison de la substitution du groupement protecteur de l’arginine 
principalement. Le mélange réactionnel est alors composé de 
TFA/thioanisol/H2O/éthanedithiol/cristaux de phénol (84/4/4/2/6, v/v/v/v/g), tel que 20 ml de 
mixture réagissent avec ~ 2 g de peptide-résine. Cette réaction clivante doit être de plus courte 
durée possible (ici 150 mn) pour diminuer le contact du peptide néo-synthétisé avec les 
réactifs de clivage. En effet, une action prolongée de la mixture de clivage pourrait produire 
des groupements PEG gênant l’étape de purification suivante.  
III. 2. 2. d. Purification par Chromatographie Liquide à 
Haute Performance 
L’analyse ainsi que la purification des peptides et protéines sont effectuées par 
chromatographie liquide haute performance en phase inverse (RP-HPLC) WATERS dotée 
d’un détecteur Alliance. La phase stationnaire est une colonne analytique greffée de chaînes 
aliphatiques de 18 carbones (5 µm, 100 Å, 3,9 x 150 mm). Les solvants d’élution sont en A de 
l’eau à 0,1 % de TFA et en B de l’acétonitrile à 0,08 % de TFA, délivrés avec un débit de 1 
ml/mn. La purification est effectuée sur des colonnes semi-préparative (15 µm, 100 Å, 7,8 x 
300 mm) permettant un meilleur débit (2,5 ml/mn) donc le passage d’une plus grande quantité 
de matériel à chaque injection. La sortie de colonne est reliée à un collecteur de fractions 
préalablement programmé afin de récolter les fractions un certain temps après le début de 
l’élution. Ceci est possible car le pic contenant le peptide est élué de la colonne à un temps 
donné parfaitement reproductible d’une injection à l’autre. 
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La présence de protéine ou de peptide, est caractérisée par la valeur de la densité 
optique à 214 nm, spécifique de la liaison peptidique liant les résidus amino acides constituant 
la chaîne protéique. Le suivi de l’absorption à 254 nm est utilisé comme contrôle. En effet, 
seuls les groupements aromatiques absorbent à cette longueur d’onde. Or le peptide n’en 
possède pas, donc la variation de cette valeur va nous informer sur la présence d’impuretés 
dans la solution, comme certains groupements protecteurs. 
III. 2. 2. e. Dessalage 
La SM nous a informés sur la présence de sels dans la solution du peptide pur, par 
des adduits à +23 (ions sodium) et +39 (ions potassium). Or cette contamination doit 
impérativement être traitée (par dessalage98) afin de réaliser ultérieurement des expériences de 
RMN. En effet, la présence de sels à forte concentration produit une inhomogénéité du champ 
B1 ce qui rend le réglage des impulsions difficiles et provoque une baisse en résolution. Une 
seconde chromatographie utilisant des micro-colonnes de silice greffée par des chaînes de 18 
carbones est donc réalisée (Sep-Pack cartridge). Chaque injection ne contient que 2 mg de 
produit peptidique pour ne pas saturer la colonne. La colonne est solvatée par du méthanol 
puis rincée avec de l’eau à 1‰ de TFA (5 volumes de colonne). Après dépôt du peptide, une 
première élution est réalisée avec de l’eau 1‰ de TFA, qui permet d’enlever les ions 
directement. Puis le décrochage du peptide de la colonne a lieu lors du passage du second 
éluant consistant en un mélange acétonitrile/H2O (3/1) à 1‰ de TFA. 
III. 2. 2. f. Vérification de la composition en masse par 
Spectrométrie de Masse 
Le brut de synthèse obtenu est analysé par spectrométrie de masse en mode MALDI-
TOF, capable de définir des masses avec une précision allant jusqu’au dalton. La solution 
issue de la chromatographie est directement déposée sur une matrice, l’acide α-cyano-4-
hydroxy-cinnamique, avec laquelle elle « co-cristallise ». Le laser va ioniser l’échantillon de 
telle sorte que chaque molécule comportera un proton (masse et charge) en plus. Nous avons 
ainsi accès au rapport masse sur charge, ce qui nous permet un suivi fin de la masse +1 de 
tous les composés. 
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III. 2. 3.  Résultats et Discussion 
III. 2. 3. a. Caractérisation du peptide IB714
Le spectre de masse en MALDI-TOF du brut de synthèse est présenté figure III-5.  
Figure III-5 :  Spectre de masse en MALDI-TOF du brut de synthèse du peptide IB714
après dissolution dans l'eau. Le pic majeur de 1300,66 Da correspond au peptide IB714
monoprotoné (1+) de masse mono isotopique 1300,66 (masse exacte 1299,66). Les pics 
secondaires 1322,68 et 1338,65 correspondent respectivement aux masses du peptide lié 
par du sodium ou du potassium. La présence d’autres pics traduit l’impureté de la 
solution.
Le pic largement majoritaire d’un rapport masse/charge (m/z) de 1300,66 correspond 
au peptide IB714 de masse mono isotopique de 1300,66 soit de masse exacte 1299,66 g.mol
-1.
Les impuretés présentes dans l’échantillon sont éliminées par RP-HPLC. 
La figure III-6 montre les chromatogrammes obtenus avant (en trait plein) et après 
(en pointillés) la purification. Sur le brut, les pics élués le plus rapidement correspondent aux 
groupements protecteurs. Le pic étalé reflète un mélange de plusieurs produits peptidiques 
ayant une composition de nature très proche. Après fractionnement, seul le peptide IB714 est 
m/z (Da)







[Abs. Int. * 1000]
1300.66
1322.68  adduit Na+
1338.65 adduit K+
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présent dans la solution. La pureté de la fraction peptidique apparaît nettement sur le spectre 
car seul le pic correspondant au temps d’élution du peptide (~11 minutes) est présent.
A l’issu de cette chromatographie, le succès de la purification est confirmé par SM 
dont le spectre ne contient que la masse du peptide avec ou sans adduits de sels. 
Figure III-6 :  Chromatogrammes obtenus après synthèse du peptide IB714 par RP-
HPLC, munie d’une colonne analytique greffée avec des chaînes aliphatiques de 18 
carbones, sous un gradient en continu H2O/Acétonitrile (de 100/0 à 0/100) délivré avec 
un débit de 1 ml/mn. Le spectre en trait plein représente le brut de synthèse et en pointillé 
est obtenu après purification.
Le rendement obtenu pour la synthèse du peptide est de 59%, ce qui fait un taux de 
greffage par acide aminé de 13 59,0 , soit 96%. Cette valeur est proche du rendement théorique 
maximal proposé par la technique qui est de 98%. 35 mg de peptide IB714 pur ont été obtenus. 
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III. 2. 3. b. Caractérisation de la protéine IB7 
Le spectre de masse en MALDI-TOF du mélange brut obtenu est présenté  
figure III-7. On observe deux séries de pics majeurs : 5766,8 et 5748,8 correspondant 
respectivement à la masse M+H+ et M+H+-18 d’IB7 ; 2883,7 et 2875,2 correspondant 
respectivement aux masses   
2
2 ++ HM  et 
2
182 −+ +HM   d’IB7.  
Figure III-7 :  Spectre de masse en MALDI-TOF obtenu pour le mélange réactionnel du 
brut de synthèse après dissolution dans de l’eau. Les pics majeurs correspondent aux 
masses mono- (1+) et di- (2+) protonées des espèces IB7 et IB7-18. Des pics secondaires 
représentent des peptides tronqués issus de l’élongation d’après IB7 ou IB7-18. Certains 
peptides tronqués sont schématisés au-dessus du spectre de masse. 
D’autres pics minoritaires sont également observables. Ils correspondent à des 
peptides tronqués, acétylés lors du capping à l’anhydride acétique. La figure III-7 montre 
l’attribution de certains d’entre eux, du fragment Arg59-Pro20 à Arg59-Gln14 allant 
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expliquée par la présence de 5 prolines consécutives en position 22-18. En effet, ces résidus 
sont capables de se replier pouvant ainsi gêner l’élongation. 
La composition en résidus aminés étant la même que celle du peptide IB714 nous 
prévoyons un profil d’hydrophobicité quasiment identique, donc la méthode de purification 
est effectuée selon le protocole RP-HPLC précédemment décrit. Le chromatogramme obtenu 
ne présente pas une raie fine mais un pic majeur très étalé (figure III-8). Cette allure est due à 
un mélange de différents peptides dans lesquels on trouve IB7 et un certain nombre de 
peptides tronqués. Tous ces peptides ont donc la même composition en résidus aminés et 
présentent donc un même profil d’hydrophobicité. Ils sont ainsi coélués malgré leur 
différence en taille. Les pics en début de chromatogramme ont été identifiés comme les 
groupements protecteurs clivés par action du TFA. 
Figure III-8 :  Chromatogramme du brut de synthèse obtenu par HPLC en phase inverse 
sur une colonne analytique C18. L’élution subi un gradient variant de 18% à 45 % 
d’éluent B. Les premiers pics correspondent aux groupements protecteurs libérés lors du 
clivage au TFA et la fraction majeure éluée entre 15 et 20 mn contient un mélange de 
IB7, IB7-18 ainsi que les peptides tronqués. 
La purification a été effectuée par un fractionnement fin du pic élué entre 15 et 20 
mn. Trois passages successifs en RP-HPLC ont été nécessaires à l’obtention de la protéine 
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masse MALDI-TOF que précédemment. La figure III-9 montre un spectre de masse de la 
fraction purifiée de la protéine IB7.  
Figure III-9 :  Spectre de masse en MALDI-TOF de la fraction purifiée par RP-HPLC. 
Les deux espèces présentes sont les peptides IB7 et IB7-18 mono- et di-protonées.  
Plus aucun pic n’est présent dans la région 4000 à 5000, suggérant que tous les 
peptides tronqués ont été éliminés. En revanche les deux pics correspondant à la masse de la 
protéine IB7 M ou M-18, de formes mono (1H+) et di-protonées (2H+) sont toujours 
présentes. Nous avons donc un mélange de deux protéines, inséparables par HPLC, la 
protéine IB7 et une protéine dont la masse correspond à la protéine IB7 moins 18 Da. 
Un problème majeur rencontré lors de la synthèse chimique de protéines comprenant 
des résidus acides aspartiques est la formation d’aspartimide143,144. La figure III-10 nous
montre une réaction classique basée sur la réactivité de l‘aspartate. Plusieurs facteurs peuvent 
entraîner ce type de réaction comme la nature des groupements protecteurs ou l’utilisation de 
solvants acides en présence de séquences Asp-Gly ou Asp-Asn. La formation d’aspartimide 
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au niveau de leur chaîne latérale. Or dans la protéine IB7 un seul aspartate est présent, 
encadré par une glycine et une asparagine (Gly54-Asp55-Asn56), condition favorable à la 
formation d’aspartimide. Cette réaction peut être évitée en diminuant le temps d’action du 
TFA lors du clivage peptide-résine ou en utilisant des bases comme la pyridine qui réduit ce 
type de réaction en diminuant l’acidité. Malheureusement, cela provoque une déprotection 
incomplète des chaînes latérales ainsi qu’un faible rendement du clivage. D’après Tam et 
al.144, une autre alternative à cette réaction parasite serait d’utiliser une protection benzyle 
ester. La déprotection nécessaire se déroule en deux étapes, un faible puis un fort traitement à 
HF. La formation résiduelle d’aspartimide ne dépasse alors pas les 8 %.  
Figure III-10 :  Formation d’aspartimide144.
De la même manière que pour IB714, le rendement obtenu pour la synthèse de la 
protéine est de 15,5%, ce qui correspond à un taux de greffage pour chaque résidu de 58 155,0
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III. 2. 4.  Conclusion de la synthèse 
Après optimisation des conditions de SPPS, les synthèses d’IB7 et IB714 ont été 
faites avec des rendements tout à fait acceptables (avec des taux de greffage par résidu de 96 
et 97%). Les difficultés inhérentes à la composition en résidus des PRPs (majorité de prolines 
et glycines) ont ainsi pu être contournées. Dès lors que la synthèse d’IB7 est au point, nous 
pourrons tenter d’accéder à d’autres types de protéines riches en proline, comme les protéines 
du collage. 
L’obtention de quantités suffisantes d’IB7 et IB714 permettent d’envisager leur étude 
structurale ainsi que l’étude des interactions protéines-tanins. 
Cependant, la protéine IB7 n’a pas pu être séparée de son homologue IB7-18. En 
revanche, étant donné que l’acide aspartique est en position 55 sur la protéine IB7, soit à la fin 
de la séquence, la formation d’aspartimide est supposée n’avoir que peu d’influence sur la 
structure de la protéine et ne devrait donc pas contrarier les études physico-chimiques 
réalisées par la suite. 
III. 3. LES TANINS DIMERIQUES
Les tanins modèles que nous avons choisi appartiennent à la famille des tanins 
condensés, tanins présents dans les parties solides des raisins (pépins et pellicule) et transmis 
au vin au cours de la vinification.
Deux méthodes d’obtention des dimères ont été développées : une méthode 
d’extraction directe à partir de pépins de raisin (Merlot) et une méthode de synthèse. Ces deux 
approches nous permettent d’avoir accès à différents dimères présents dans les parties dures 
des raisins. L’extraction à partir de pépins de raisin nous a permis d’isoler les dimères 
majoritaires présents dans le raisin et la synthèse par voie cationique, décrite par Barathieu63,
nous a permis d’accéder au dimère B3 (catéchine-(4β-8)-catéchine).  
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III. 3. 1.  Extraction des pépins de raisin 
L’extraction des composés directement sur la matière vivante (raisin) ou exploitée 
(vin) est une méthode d’obtention des composés à l’état natif. Cependant la composition 
phénolique des raisins comme celle du vin est complexe et nécessite un fractionnement 
délicat effectué en plusieurs étapes : au préalable, les tanins oligomériques sont extraits, puis 
les dimères sont séparés des autres constituants, enfin chaque dimère peut être purifié 
séparément.
Ce travail a été effectué dans le laboratoire d’Yves Glories sous la tutelle de Cédric 
Saucier à la Faculté D’œnologie (Université Bordeaux 2), en nous basant sur les travaux de 
Victor de Freitas145 et de Marie Mirabel146.
III. 3. 1. a. Matériels et Méthodes de séparation 
Isolement des oligomères et polymères tanniques à partir de pépins de raisin 
(Merlot)
50 g de pépins de raisin (issus du cépage Merlot) sont préalablement broyés, 
lyophilisés puis réduits en poudre. La fraction tannique totale est extraite par deux bains 
successifs : 1,5 L d’un mélange méthanol/eau (80/20, v/v), puis 1,5 L d’un mélange 
acétone/eau (75/25, v/v). Une agitation magnétique est réalisée sous azote durant trois heures 
pour chaque bain. Les solvants sont ensuite évaporés à sec et le produit est repris dans 300 
mL d’eau puis lyophilisé.  
Sur 100 mg de tanins totaux, une extraction au méthanol/chloroforme (1/3, v/v) 
permet de séparer les tanins polymériques des tanins oligomériques. En effet, seuls les 
oligomères restent solubles dans ce mélange alors que les polymères y précipitent, ainsi une 
simple filtration suffit à les séparer. Le surnageant est ainsi gardé puis évaporé. L’extrait sec 
(50 mg) est repris dans 2 ml de méthanol.  
Extraction des dimères par chromatographie liquide basse pression
La fraction de tanins oligomériques obtenus précédemment contient différents 
monomères, dimères, trimères, voire tétramères. Le pré fractionnement est réalisé sur un 
circuit de chromatographie basse pression dans une colonne de 35 cm de hauteur et de 1,6 cm 
de diamètre, dont la phase mobile est le méthanol délivré avec un débit de 0,8 ml/mn. La 
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phase stationnaire est un polymère réticulé qui se présente sous forme de billes poreuses de 5 
à 10 mm de diamètre (gel Toyopearl TSK HW40) et qui, hydraté, prend l’aspect d’un gel. Le 
choix de la porosité se fait en fonction de la taille des molécules à séparer. En effet, la 
porosité influence directement la migration des molécules de telle sorte que plus la molécule a 
une taille élevée plus elle parcourt un chemin long au sein des billes. Ainsi, les tanins les plus 
polymérisés sont retenus plus longtemps dans le gel, au contraire les tanins de faible masse 
moléculaire comme la catéchine seront élués en premier. 
La détection des composés élués est effectuée par spectrophotométrie à 280 nm, 
spécifique aux groupements phénoliques.  
La purification par chromatographie liquide haute performance en phase 
inverse (RP-HPLC)
20 mg de dimères ont été séparés de la fraction oligomérique. La séparation des 
différents isomères a été réalisée par chromatographie liquide haute performance en phase 
inverse (RP-HPLC ), cette technique permettant de séparer les molécules en fonction de leur 
polarité. La phase stationnaire est constituée de billes de silice poreuses sur lesquelles des 
chaînes aliphatiques de 18 carbones sont greffées, (colonne Beckman ultrasphère ODS C18, 5 
mm 100 Å, 15 x 300 mm). L’élution est réalisée par un solvant constitué par de l’eau à 2,5% 
d’acide acétique, solvant A, et un solvant B constitué par 20% d’acétonitrile dans 80% de A. 
La séparation des différents dimères est obtenue pour un gradient allant de 95% à 80% de A 
avec un débit de 3 ml/mn. Les molécules sont alors éluées de la plus polaire à la moins polaire 
et leur sortie de colonne est visualisée par absorption UV à 280 nm. 
Une chromatographie sur couche mince est réalisée sur chaque fraction pour en 
déterminer la composition. Les dépôts sont effectués parallèlement à la catéchine utilisée 
comme valeur contrôle du temps de rétention. L’éluant est un mélange d’acétate 
d’éthyle/acide formique (48/2, v/v). La migration des spots est suivie soit sous lampe UV soit 
sous vapeur d’iode. Les différents dimères sont caractérisés grâce à leur vitesse de migration 
caractéristique145. Elle est évaluée par la distance de migration du soluté par rapport à la 
distance de migration du solvant, noté Rf.
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III. 3. 1. b. Résultats et discussion 
La figure III-11 présente le chromatogramme de la fraction de tanins oligomériques. 
Les molécules de faible masse moléculaire sont éluées en premier, puis viennent les unités 
monomériques, dimériques et enfin trimériques ainsi que le restant des oligomères. 
Figure III-11 :  Chromatogramme obtenu par détection à 280 nm après fractionnement 
du brut de tanins oligomériques par chromatographie basse pression sur un gel TSK 
HW40S. L’éluant est le méthanol délivré avec un débit de 0,8 ml/mn.  
La fraction issue de la chromatographie contenant les dimères est donc prélevée de 
façon à pouvoir purifier les différents isomères. Cette fraction est la plus représentée par 
rapport à la masse totale des tanins dans les pépins de raisin.
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Figure III-12 :   Chromatogramme obtenu par RP-HPLC. Les différents dimères B3, B1 
et B2 sont caractérisés d’après les temps d’élution décrits par De Freitas145.
La caractérisation des différents dimères, vus chapitre I, peut être réalisée par la 
mesure des temps d’élution en HPLC ou bien par la mesure de la distance de migration du 
soluté par rapport au solvant, Rf. En effet, chaque dimère a un Rf qui lui est propre : les 
dimères B1 et B2 ont un Rf de 0,56, les dimères B3 et B4 ont un Rf = 0,60. Il y a peu voire pas 
de dimères B5, B7 (Rf = 0,70) ni de dimères B6 et B8 (Rf = 0,83). Le trimère C1 est 
également présent dans cette fraction avec un Rf de 0,40
145.
Cette approche nous permet d’isoler plus facilement le dimère B2 que les autres 
dimères. Non seulement, le dimère B2 est quantitativement le plus important donc non 
seulement il pourra être représentatif de la population de tanins mais une raison pratique 
s’ajoute à cela dans la mesure où l’extraction nécessite moins de matériel de départ afin 
d’obtenir davantage de produit pur. Mais d’un point de vue pratique, il est plus éloigné des 
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Environ 1 mg de dimère B2 a pu ainsi être purifié. 
Cette méthode d’extraction présente l’avantage de pouvoir obtenir différents types de 
dimères, issus du raisin et du vin. Cependant elle reste lourde et les quantités de produits 
obtenus très insuffisantes pour les études ultérieures d’interaction avec les protéines. Une 
autre voie a donc été abordée dans le but de disposer de quantité de matériel tannique 
convenable pour les études physico-chimiques, la synthèse. 
III. 3. 2.  Synthèse par couplage cationique 
La méthode de synthèse utilisée au laboratoire est le couplage cationique, développé 
au Laboratoire de Chimie Organique et Organométallique (LCOO-Université Bordeaux 1, 
dans le groupe d’E. Fouquet par Karine Barathieu63). Cette méthode a été mise au point pour 
la synthèse du dimère B3 (catéchine-(4β-8)-catéchine). La liaison C4-C8 a été choisie puisque 
les dimères les plus représentés dans le vin possèdent ce type de liaison (cf chromatogramme 
figure III-12). D’autre part, ce choix s’est confirmé pour une question de coût : en effet, le 
gramme de catéchine (1) est vendu 14,5  alors que le gramme d’épicatéchine est à 68,7 
(Sigma-Aldrich, France).  
III. 3. 2. a. Etapes de la synthèse 
Les différentes étapes de la synthèse par couplage cationique, résumées figure III-13, 
sont les suivantes : 
a- la protection des groupements OH de la catéchine (1).
Cette étape est nécessaire à cause de l’instabilité de la catéchine en dehors de la zone 
de pH 5 à 8147. Cette protection est assurée par des groupements benzyles, groupements 
stables en milieux acide et basique et présentant l’avantage d’offrir une déprotection douce en 
milieu neutre par une réaction d’hydrogénation, compatible avec la fragilité de nos composés. 
Après protection, on obtient la catéchine tétrabenzylée. 
b- l’activation de la position 4 du cycle pyrane de la catéchine tétrabenzylée a été 
développée au LCOO en utilisant la méthode de Tückmantel et al.148. La catéchine 
tétrabenzylée (2) activée sert d’unité d’extension. 
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c- le couplage va permettre de créer la liaison C4-C8 entre la catéchine activée tétrabenzylée 
(comme unité d’extension, 3) et la catéchine tétrabenzylée (comme unité d’initiation, 2), cette 
dernière étant en excès (1 unité d’extension pour 10 unités d’initiation). Le dimère catéchine-
(4β-8)-catéchine octabenzylé (4) est ainsi formé. 
d- la déprotection des groupements benzyles se fait par hydrogénation dans un 
mélange méthanol/THF sous H2 avec le catalyseur de Pearlman (Pd(OH)2) sur charbon, pour 
obtenir le dimère B3 (5).
III. 3. 2. b. Matériels et Méthodes 
La synthèse est la caractérisation ont été réalisées selon le protocole décrit par K. 
Barathieu63.
Une purification par RP-HPLC est nécessaire à l’obtention du dimère B3 pur, sur une 
colonne greffée de chaînes aliphatiques de 18 carbones. La méthode d’élution utilisée est la 
même que pour l’extraction, avec un gradient allant de 96 à 80% de A en 25 mn. 
III. 3. 2. c. Synthèse du dimère B3 
Le dimère B3 a été obtenu avec un rendement de 48%, soit 20 mg. Son identification 
est réalisée par RMN (figure III-14).  
L’attribution totale du B3 a été réalisée et montrée dans le tableau III-1 suivant :  
Tableau III-1 : Attribution des protons du B3 par RMN. 
A, B, C D, E, F 
1H δ (ppm) 1H δ (ppm) 
2 4,438 2 4,626 
3 4,310 3 3,978 
4 4,374 4 2,535 
-  4’ 2,888 
6 6,018 6 6,175 
8 5,732 -  
2’ 6,854 2’ 6,904 
5’ 6,618 5’ 6,836 
6’ 6,481 6’ 6,660 
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Figure III-14 :  Spectre en RMN 1H dans D2O du dimère B3 représenté, obtenu par 
synthèse cationique et purifié par RP-HPLC. 
La régiochimie (liaison C4-C8) a été démontrée par RMN hétéronucléaire HMBC 
(1H – 13C) dont les corrélations principales sont reprises dans la figure III-15 : 
Figure III-15 :  HMBC du dimère B3 dans l’éthanol : la région observée démontre les 
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Les corrélations entre le H4C et les carbones C7D et C8aA permettent de connaître la 
régiochimie 4-8 de B3. 
La structure tridimensionnelle adoptée par les tanins a été largement étudiée en 
dynamique moléculaire où la méthode Monte-Carlo a fait ses preuves. Ainsi nous retrouvons 
la structure du B3 ayant une forme compacte comme présentée figure III-16 : 
Figure III-16 :   Conformation tridimensionnelle adoptée par le dimère B3, obtenue par 
dynamique moléculaire Monte-Carlo. 
III. 3. 3.  Choix de la méthode retenue 
L’extraction de tanins directement à partir du raisin permet la purification de tous 
types de dimères ou trimère tel que le C1. Cependant, seulement 1 mg de B2 ont pu être 
extraits. En revanche, la synthèse a produit 20 mg de dimère B3. 
La synthèse par couplage cationique constitue donc une méthode de choix pour 
l’obtention de dimères. En choisissant l’unité d’extension ainsi que l’unité d’initiation, il est 
possible d’obtenir sélectivement tous les dimères en liaison C4-C8 (de B1 à B4). D’autre part, 
cette approche permet également de synthétiser un trimère (C1), et semble généralisable aux 
autres trimères, voire aux tétramères et pentamères. 
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III. 4. CONCLUSION DES SYNTHESES DE PROTEINES ET DE 
TANINS
Les synthèses de peptides et protéines sur support solide ainsi que de tanins par 
couplage cationique ont ainsi conduit à l’obtention des acteurs de l’astringence dans des 
quantités exploitables pour l’étude structurale et pour l’étude physico-chimique du complexe. 
Le développement de ces méthodes et leur optimisation nous permettent désormais de 
synthétiser rapidement les produits et  ce de manière quasi-routinière.  
A terme, d’autres types de protéines riches en proline ainsi que d’autres types de 
tanins pourront être synthétisés dans le but de connaître l’influence de la nature du tanin et de 
la protéine face à leur capacité d’interagir. 
Synthèse d’une PRP de la salive humaine et d’un Tanin du raisin 
96
Détermination Structurale de 
 IB7 et IB714 
97
Chapitre IV DETERMINATION 
STRUCTURALE DE
 IB7 ET IB714
Détermination Structurale de 
 IB7 et IB714 
98
Détermination Structurale de 
 IB7 et IB714 
99
Les différentes techniques pouvant amener à la caractérisation de la structure 
tridimensionnelle de protéines sont les rayons X, la diffraction des neutrons, la microscopie 
électronique, la RMN. Cependant, les protéines riches en proline se prêtent peu à ces types 
d’analyse du fait de leur composition particulière. En effet, elles sont formées à 70-80 % de 
proline, glycine et glutamine, organisées en une série de séquences répétées de 5 à 9 acides 
aminés33. A notre connaissance, aucun cristal de PRP n’a été obtenu, rendant inaccessible 
l’analyse de la structure 3D par rayons X. De même, aucune structure n’a pu être déterminée 
par RMN donc il n’existe pas de banques de données concernant ce type de protéines, ne 
permettant pas une prédiction de structure par homologie de séquence. L’analyse structurale 
par RMN de protéines riches en proline est également délicate du fait de leur composition : il 
apparaît un chevauchement important des résonances lié aux séquences répétées avec 
principalement 3 acides aminés et à la présence d’un fort taux de prolines rendant plus 
difficile l’attribution séquentielle du fait de leur amine tertiaire.  
IV. 1. INTRODUCTION
IV. 1. 1.  Structures de PRPs : pelote ou hélice de type II ? 
A ce jour, les études structurales sur les protéines riches en prolines entières sont 
principalement basées sur des analyses de structures secondaires obtenues via le dichroïsme 
circulaire (DC) ou encore par l’analyse de profil d’hydrophilicité / hydrophobicité basée sur le 
potentiel d’hydrophobicité de chaque acide aminé. Seules les attributions de l’ensemble des 
protons de deux fragments de 19 et 22 résidus contenant une séquence répétée de la PRP MP5 
de souris, solubilisés dans un mélange H2O/DMSO (80/20, v/v) ont été déterminées par 
RMN127 : ces auteurs n’ont observé que des effets NOEs séquentiels et des constantes de 
couplages NH-Hα oscillant entre 5 et 8 Hz. Ces résultats leur permettent de conclure que ces 
peptides présentent une conformation en pelote statistique et/ou en hélice de type II. En 
revanche, les structures étendues comme l’hélice de type II, typique d’enchaînements poly(L-
proline) ou la pelote statistique engendrent une perte de corrélation (i, i+3), ce qui ne permet 
pas d’observer directement le pas de l’hélice. Des études de DC en absence ou présence de 
CaCl2 les conduisent à penser que leurs peptides adoptent préférentiellement une 
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conformation aléatoire et ouverte. Conclusions en accord avec d’autres équipes utilisant la 
même propriété des ions calcium connus pour dénaturer les hélices α33,149. En revanche, 
d’autres équipes observent une structure étalée des PRPs basiques en pelote statistique, 
entremêlées d’hélices de type II55,82. Cid et al.82, en se basant sur la nature de la chaîne 
peptidique (séquence ou profil d’hydrophobicité), concluent que les PRPs ont une 
conformation aléatoire pouvant également être structurées en hélice de type II typique de la 
poly(L-proline), ce qui implique que la séquence seule contient l’information nécessaire à 
l’organisation spatiale d’une chaîne peptidique. En comparant les structures de cristaux 
obtenus de penta-peptides riches en prolines synthétiques, réalisés par Traub et al.150,151, dont 
l’analyse aux rayons X montre la présence d’hélice de type II, Cid et al. suggèrent que les 
PRPs contenant ce type de motifs doivent également se structurer de la sorte82. D’autres 
études de DC sont en accord avec la présence d’hélice de type II dans les PRPs telles que IB5 
et IB9 qui présentent un spectre dichroïque avec un minimum d’intensité comparable à celui 
obtenu pour la poly(L-proline)55,152.
Malgré la composition comptant pour environ 50% de proline, leur capacité à 
adopter une conformation en hélice de type PII n’est pas systématiquement reconnue dans la 
littérature.  
IV. 1. 2.  La Proline et l’hélice de type II 
La grande particularité de la proline provient de la cyclisation de la chaîne latérale sur 
la fonction amine ce qui induit une contrainte stérique importante sur l'axe de rotation N-Cα.
La poly(L-proline) est incapable de prendre une structure secondaire classique dû aux 
contraintes conformationnelles imposées par ses chaînes latérales pyrrolidine cycliques. Cette 
nature cyclique lui confère la particularité d’adopter les configurations cis ou trans : dans la 
configuration cis, l’angle de torsion ω étant proche de 0° alors que dans la configuration trans, 
l’angle ω est proche de 180° (figure IV-1). Ces deux configurations différentes de la proline 
peuvent conduire à deux conformations différentes dans le cas d’une poly(L-proline) : une 
conformation en hélice de type poly(L-proline) II est adoptée si la proline est de configuration 
trans et une conformation en hélice de type poly(L-proline) I pour une configuration cis de la 
proline124. Ces deux hélices sont différenciées tant pour leurs propriétés physiques et 
spectroscopiques que pour leurs structures cristallographiques. L'hélice de type I (PI) est 
caractérisée par des angles de torsion φ ~ -83°,  ψ ~ +158°  et ω de ~ 0° , elle forme une 
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hélice droite avec 3,3 résidus par tour; l'hélice de type II (PII) est caractérisée par des angles 
de torsion φ ~ -78°, ψ ~ +149° et ω de 180°, c’est une hélice gauche avec 3 résidus par tour. 
L’hélice de type PII est beaucoup plus étendue que la PI153 ou que l'hélice α plus classique 
(pas de l'hélice α ou PI ∼ 5 Å, pas de l’hélice PII ~ 8 Å).  
Figure IV-1 :   Dipeptide Pro-Pro dans le cadre d’une hélice de PII, en trans, et dans le 
cadre d’une hélice PI, en cis. Les angles ω, ψ et φ sont représentés. 
La forme de l’hélice adoptée dépend de la nature du solvant : la formation d'hélice de 
type PI est favorisée dans un milieu apolaire, alors que la formation de PII est favorisée dans 
des milieux polaires124. La forme PII est donc la plus représentée dans des conditions 
biologiques, chez les plantes ou les animaux. En effet, les motifs en hélice de type poly(L-
proline) retrouvés dans les PRPs sont tous de type PII. Les angles φ et ψ ont été calculés à 
plusieurs reprises pour différentes protéines et leurs valeurs fluctuent très peu de -75° à -78° 
et +145° à +149° respectivement124,154-156. Les prolines adoptent les conformations cis et trans 
et influent également sur les conformations cis et trans des résidus précédents tout comme des 
résidus suivants dans une chaîne peptidique155. De plus, en condition naturelle, certaines 
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Figure IV-2 :  Représentation de l’hélice de type II pour une poly(L-proline). 
Si l’on considère un enchaînement de résidus peptidique de type poly-proline, 
seulement certains couples de valeurs d’angles f et y peuvent exister, car toutes les 
orientations spatiales ne sont pas admises. Le diagramme de Ramachandran précise les 
couples de valeurs observées pour les protéines. Le diagramme de Ramachandran d’une 
poly(L-proline), figure IV-3 montre les valeurs d’angles possibles. 
Figure IV-3 :   Diagramme de Ramachandran d’un polypeptide poly(L-proline). Les 
couples de valeurs φ et ψ sont très spécifiques dus à la conformation propre du résidu 
proline. 
L’hélice de type poly(L-proline) est induite par
la nature rigide et cyclique de la proline. L'absence d'un
substituant hydrogène sur l'azote de son squelette rend
impossible toute stabilisation par liaison hydrogène. La
poly(L-proline) forme donc une hélice gauche de 3,3
résidus par tour d'hélice et un pas de 9 Å, comme
représentée figure IV-2.  
φ
ψ
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IV. 1. 3.  Critères déterminants la formation d’hélice de 
type II 
La structure de type poly(L-proline) trouvée dans les PRPs basiques est due au taux de 
proline dans la structure primaire complète (~50%) ainsi qu’au nombre de prolines 
consécutives (~30%). L'hélicité de type PII est favorisée par la présence de 4 ou 5 prolines 
consécutives55,127. Toutefois, il est notable que certaines protéines sans proline peuvent 
également se structurer de la sorte158. La conformation trans des prolines est indispensable à 
la formation d'hélice PII, or toutes les prolines consécutives sont trans alors que les unitaires, 
isolées, sont en équilibre entre 70% de trans et 30% de cis.  
Ces hélices de type poly(L-proline) ne sont donc pas construites par la formation de 
liaisons hydrogène intra-chaînes comme les autres structures secondaires. Elles ne sont donc 
pas identifiables par l’utilisation d’agents susceptibles de rompre des liaisons hydrogène 
comme le CaCl2. Elles peuvent être donc facilement confondues avec des structures 
désordonnées ou en pelote statistique159.
Nous avons vu précédemment que la formation de l'hélice de type PII requiert la 
présence d'un solvant polaire (aqueux ou acide). D'autres facteurs sont également à prendre en 
considération comme le pH et la température. En effet, Shibata et al.55 montrent qu'à pH acide 
la conformation PII est favorisée par rapport à un pH alcalin. Dans un même but, Fox et al.160
s'aperçoivent que baisser la température induit la formation de l'hélice de type poly(L-
proline). Résultat qu'ils expliquent par le fait qu'en baissant la température, l'énergie libre des 
molécules d'eau diminue et l'ordre dans la solution augmente, d'où l'induction de la 
conformation.
IV. 1. 4.  Stratégie de l’étude 
Dans ce chapitre, une étude structurale par dichroïsme circulaire de la protéine IB7 et 
du peptide IB714, partie amino-terminale de IB7 contenant une séquence répétée, est 
présentée. La mise au point de cette technique nous a permis de mettre en évidence la 
présence de structure secondaire de type hélice poly(L-proline) PII dans le peptide et la 
protéine. Une étude par RMN du peptide IB714 est également présentée. L’étude RMN nous a 
permis d’établir une liste d’angles dièdres et de distances qui a pu être utilisée pour modéliser 
le peptide par dynamique moléculaire et obtenir ainsi sa structure 3D.  
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IV. 2. MATERIELS ET METHODES
Les matériaux principaux sont les produits de synthèse du chapitre III. L’éthanol a 
été acheté chez SDS (Peypin, France). La poly(L-lysine) et la poly(L-proline), le CaCl2 et le 
TFE ont été achetées chez Sigma (Saint Quentin Falavier, France). 
IV. 2. 1.  Dichroïsme Circulaire (DC) 
Préparation des échantillons
Les cellules de mesure en quartz utilisées ont un trajet optique 0,1 mm, en rapport 
avec la concentration de chromophore dans la solution (la cuve de 0,1 mm permet une 
meilleure précision pour des solutions de 200 µM à 2 mM). Différentes concentrations ont été 
testées entre 200 µM et 2 mM, valeur au-delà de laquelle nous ne pouvons nous placer pour 
des raisons de saturation de l’appareil. 
La protéine IB7 ou le peptide IB714 sont dissout soit dans de l'eau soit dans un milieu 
hydroalcoolique H2O/Ethanol (88/12, v/v), comme celui du vin, l’idéal étant de disposer d’un 
solvant le plus proche d’un milieu naturel. La protéine IB7 a également été dissoute dans un 
solvant structurant, H2O/TFE (70/30, v/v). En outre, les échantillons sont stabilisés à pH 3,5 
et à 298 K, conditions plus proches de la salive pour lesquelles l’interaction est connue pour 
être quasi-optimale. 
Les standards poly(L-lysine), poly(L-proline) et autres sont dissout et enregistrés 
dans les mêmes conditions. 
Chaque essai est réalisé en absence ou en présence de 4 mM de CaCl2.
Conditions d’acquisition et de traitement des données
Les spectres de dichroïsme circulaire ont été enregistrés sur un dichrographe Mark 
VI (Jobin-Yvon) pour des longueurs d'onde dans l'UV lointain, allant de 190 à 350 nm. Seuls 
les débuts des spectres seront présentés (190-270 nm) car au-delà de 270 nm, aucun 
renseignement n'est récolté en raison de la nature des acides aminés présents (seuls les résidus 
tryptophanes absorbent au-delà de 270 nm). L'accumulation de deux scans consécutifs avec 
un défilement de 0,5 nm.s-1 et un incrément de 0,5 nm, conduit au spectre.
Détermination Structurale de 
 IB7 et IB714 
105
Les spectres résiduels des solvants sont systématiquement soustraits aux spectres des 
protéines.
La mesure de l’ellipticité suit la relation [2] décrite §-II. 1, avec n = 13 pour IB714 et 
n = 58 pour IB7. La méthode de déconvolution, élaborée au laboratoire a été décrite dans le 
chapitre II. 
IV. 2. 2.  Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) 
Préparation des échantillons 
La protéine IB7 ou le peptide IB714 sont dissout soit dans de l'eau soit dans un milieu 
hydroalcoolique H2O/Ethanol (88/12, v/v), à pH 3,5 et stabilisés à 298 K.
La concentration en peptide et en protéine est fixée à 5 mM, soit respectivement 0,5 
mg pour un volume de 80 µL correspondant à un rotor de 4 mm ou 17 mg dans un tube de 
volume 600 µL de diamètre 5 mm. 10% de D2O sont rajoutés pour le signal du lock.  
Conditions d’acquisition et de traitement des données pour le peptide IB714
La totalité des expériences pour l’attribution des protons du peptide ont été réalisées 
sur un DSX Avance Bruker 500 MHz muni d’une sonde HR-MAS avec un lock 2H, équipé de 
gradient z. L’échantillon est placé dans des rotors de 4 mm contenant 80 µl de solution. Les 
spectres sont enregistrés en rotation à l’angle magique à 5000 Hz. L’impulsion de 90° proton 
est de 5,9 µs à 6 dB. Dans chacune des séquences, une méthode de saturation du signal de 
l’eau a été intégrée (puissance pour la présaturation de 48 dB ; temps et puissance 
d’impulsion pour le watergate 9,25 µs à 9 dB). Le délai de relaxation est fixé à 3 s. Pour 
toutes les expériences suivantes l’acquisition est réalisée en mode TPPI (Time-Proportional 
Phase Incrementation)161. La taille de la fenêtre est de 10 ppm dans les deux dimensions 
(5000 Hz). Les séquences d’impulsion suivantes ont été utilisées : 
COSY-DQF162 : la séquence utilisée est la cosydfprtp19 (Bruker). Pour chaque 
incrément t1, 256 scans sont accumulés.
TOCSY163 : la séquence utilisée est la mlevgptp19 (Bruker). Les expériences 
utilisées ont un spin lock MLEV17, pour un temps de mélange de 300 ms (après comparaison 
à différents temps de mélange entre 100 et 500 ms). La durée totale du train d’impulsion 
encadrant le spin lock est de 2,5 ms. Pour chaque incrément t1, 128 scans sont accumulés.
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ROESY107 : la séquence utilisée est la roesyprtp19 (Bruker). La durée totale du 
spinlock est de 300 ms. Pour chaque incrément t1, 128 scans sont accumulés.
Le traitement des données est effectué grâce au logiciel GIFA164,165. Pour toutes les 
cartes, la matrice initiale (t1, t2) de (512x2048) est étendue à (2048x2048) et double 
transformée de Fourier et apodisation (sin2, 0,2).
Les contraintes de distance obtenues via les corrélations croisées en ROESY, et les 
contraintes d’angles via les constantes de couplage 3J, sont déterminées grâce au logiciel 
XEASY108. Les calculs préliminaires de structure sont effectués sur le logiciel DYANA113.
Conditions d’acquisition et de traitement des données pour la protéine IB7
Les expériences présentées ici ont été réalisées au laboratoire ICSN à Gif sur Yvette 
chez le Pr. Eric Guittet, sur un spectromètre Avance Bruker 800 MHz muni d’une sonde 5 
mm triple résonance inversée (bobine 1H/2H interne et bobine 13C/15N externe) équipée de 
gradients de champ statique à trois axes avec blindage actif (puissance maximale 50G/cm, 
température de fonctionnement de -50°C à +80°C). La solution est placée dans des tubes de 5 
mm contenant 600 µL. L’impulsion de 90° proton est de 9,25 µs à –4,2 dB. Dans chacune des 
séquences, une méthode de présaturation du signal de l’eau a été intégrée (puissance 50 dB). 
Le délai de relaxation est fixé à 1 s. La taille de la fenêtre est de 9,5 ppm dans les deux 
dimensions (7575 Hz). Seule l’expérience DIPSI est représentée. L’acquisition est réalisée en 
mode States-TPPI166. La séquence utilisée est la dipsi2prst (Bruker). Le temps de mélange 
choisi est de 70 ms. Pour chaque incrément t1, 16 scans sont accumulés. La matrice initiale (t1,
t2) de (512x4096) est étendue à (2048x4096) après double transformée de Fourier et 
apodisation (sin2, 0,2). 
IV. 2. 3.  Modélisation Moléculaire (MM) 
Fichier de contraintes issues de la RMN
Dans le but d’obtenir la structure du peptide, la minimisation ainsi que la DM sont 
effectuées sous contraintes RMN. Le fichier de contraintes est ainsi constitué par les 
constantes de couplage 3J mesurées avec la séquence COSY-DQF et les effets NOE issus des 
expériences de type ROESY. Les contraintes de distances sont proportionnelles à l’intensité 
des taches de corrélation NOE : très intense pour: 2,2 ± 0,4 Å, moyenne pour 3,5 ± 0,9 Å et 
faible pour 5,0 ± 0,5 Å (distances choisies pour assurer trois classes contiguës sans 
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chevauchement entre elles ni espace libre). La méthode d’utilisation de ces contraintes de 
distances est apellée « flat bottom up well » ou « puit à fond plat » pour laquelle aucune 
contrainte n’est mesurée lorsque les atomes s’orientent suivant l’espace autorisé 
préalablement (par exemple de 1,8 à 2,6 Å pour la région intense). En revanche, dès que cet 
espace est franchi les contraintes s’additionne.
Les simulations ont été effectuées selon une variante de dynamique moléculaire sur 
MacroModel, la dynamique stochastique. Aux forces propres du champ de forces sont 
additionnés des forces de friction et de mouvement brownien, ce qui simule certaines 
propriétés du solvant167.
Mode de calcul
Les calculs ont été effectués sur une station SGI Octane R10K avec le logiciel 
MacroModel 168 version 6,5 (Schrödinger Inc.). Les minima conformationnels ont été 
localisés avec le champ de force AMBER* modifié (1986 paramètres) tel qu’il est fourni avec 
le logiciel. Les structures sont minimisées jusqu’à l’obtention d’un critère de convergence 
RMS inférieur à 0,005 kJ.Å-1.mol-1 via la méthode TNCG (Truncated Newton Conjugate 
Gradient) (1000 cycles). Dans tous les cas nous avons utilisé la méthode de solvatation 
virtuelle par continuum de solvatation GB/SA169. Le solvant implicite étant l’eau. Dans ce 
travail, l’option « extended cut-off » a été utilisée, dont les valeurs sont : Van der Waals = 8 
Å, électrostatique = 20 Å et liaisons hydrogène = 4 Å. 
Le peptide brut a été soumis à trois dynamiques successives de 2 ns chacune à 300, 
500 et 1000 K respectivement, ceci permettant la rupture des liaisons aléatoires. Le temps 
d’intégration est de 1,5 fs dans le premier cas et 1,0 fs dans les deux derniers. A chacune des 
températures 200 conformations ont été conservées, l’ensemble des 600 solutions a été 
minimisé sous contraintes et classées par ordre croissant d’énergie requise (TNCG, 1000 
étapes). Seulement les 20 structures de plus basse énergie ont été prises en considération. 
Détermination Structurale de 
 IB7 et IB714 
108
IV. 3. RESULTATS :
IV. 3. 1.  Structure secondaire de IB7 et IB714 par DC 
Le dichroïsme circulaire constitue une étape préliminaire pour l’étude de la structure 
secondaire de protéines. Le spectre obtenu donne des informations sur la proportion de 
feuillet β, hélice α, hélice de type II ou pelote statistique (cf § II.1.). 
IV. 3. 1. a. Spectres dichroïques de IB7 et IB714
Afin de déterminer la structure secondaire de IB7 et IB714, nous avons enregistré les 
spectres de la poly(L-proline), modèle d’hélice de type II ainsi que de la poly(L-lysine) qui, à 
pH 7,4, adopte une structure désordonnée en pelote statistique dans l’eau. Les spectres 
dichroïques de ces deux polypeptides sont montrés dans la figure IV-2 et présentent des 
caractéristiques différentes : la pelote statistique est caractérisée par une éllipticité molaire de 
l’ordre de -12000 deg.dmol-1.cm2 pour un minimum d’absorption à 196 nm ; alors que l’hélice 
de type II a un minimum de l’ordre de -45000 à 206 nm.  
La figure IV-4 montre également les spectres dichroïques du peptide IB714 et de la 
protéine entière IB7 obtenus dans l’eau. Après déconvolution d’après une banque de 
structures standard connues, on trouve que IB7 et IB714 sont constitués à 36% de PII et 64% 
de pelote statistique.
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Figure IV-4 :  Spectres dichroïques, dans l’eau, de la poly(L-proline) en hélice de type 
II, de la poly(L-lysine) qui a pH 7,4 adopte une conformation en pelote statistique, ainsi 
que de la protéine IB7 (à 200 µM) et du peptide IB714 (à 200 µM). Les formes standard 
sont représentées à côté des spectres.
Les mêmes séries d’expériences ont été enregistrées dans un solvant H2O/EtOH
(88/12, v/v) afin de mimer la composition du vin. Les spectres dichroïques présentent alors 
des profils identiques à ceux obtenus dans l’eau. 
Comme prévu, la présence de 4 mM de CaCl2 dans la solution ne modifie pas l’allure 
du spectre dichroïque de la poly(L-lysine) en pelote statistique. De même, aucune 
perturbation n’apparaît sur les spectres d’IB7 et de IB714 en présence de 4 mM de calcium. 
Comme l’ont déjà signalé certaines équipes127,149, cette observation induirait que les protéines 
de type PRP seraient en pelote statistique. Or, le calcium ne perturbe pas la conformation de 
Pelote statistique
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la poly(L-proline) en hélice de type II, suggérant que ce type de structure est insensible à 
l’effet des ions calcium. Aucune conclusion sur la nature des motifs structuraux de ces 
polypeptides ne peut donc être mise en évidence par l’ajout des ions calcium.  
IV. 3. 1. b. Auto-association des protéines ? 
Afin de mettre en évidence l’influence de la concentration en peptide sur sa propre 
structure secondaire, nous avons suivi l’évolution des spectres en fonction de différentes 
concentrations en peptide, de 200 µM à 2 mM. La figure IV-5 rend compte de l’homogénéité 
des spectres qui ne sont pas modifiés après normalisation par la concentration. Ceci tendrait à 
prouver qu’il n’y aurait pas de phénomène d’auto-association influençant la structure 
secondaire des peptides aux concentrations étudiées.  
Figure IV-5 :   Spectres dichroïques IB7 et IB714 normalisés par la concentration, en 
solution dans l’eau. 
IV. 3. 1. c. Effet de la présence d’un solvant « structurant » 
sur la protéine IB7 
La présence de TFE à 30% dans l’eau est connue pour aider à la structuration de 
protéines170. Des spectres de DC ont donc été enregistrés dans un mélange TFE/Eau (30/70, 
v/v) pour la protéine IB7. La figure IV-6 montre une quasi-totale superposition entre les 
spectres de la protéine IB7 obtenus dans l’eau ou dans l’eau à 30% de TFE. L’utilisation d’un 
tel solvant ne semble donc pas modifier à la structure secondaire de la protéine IB7.  
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Figure IV-6 :   Spectres dichroïques de la protéine IB7 dans de l’eau (bleu) ou dans un 
mélange eau/TFE (70/30, v/v) (rouge). 
IV. 3. 1. d. Structure secondaire de IB7 et IB714
La répartition à environ un tiers (36%) de conformation en hélice de type II et deux 
tiers (64%) de pelote statistique est en accord avec le nombre de proline dans la séquence du 
peptide IB714 et le nombre de prolines consécutives (35% avec deux séries à 2 et 3 prolines 
consécutives) qui favoriseraient la formation d’hélice de type II. Enfin, les résidus prolines 
peuvent également influencer la conformation des acides aminés contigus.  
Les spectres obtenus pour la protéine entière se superposent parfaitement à ceux du 
peptide IB714, représentant un motif répété trois fois dans la protéine. Cette observation laisse 
penser que la répétition des trois séquences provoque une répartition de conformation 
secondaire identique à celle du peptide, mais également que ce peptide sera réellement un bon 
exemple du comportement de la protéine entière. 
Dans la littérature, les études concernant la structure secondaire de PRP amènent à 
des conclusions diverses. Certains auteurs suggèrent une conformation entièrement 
aléatoire33,127 et d’autres considèrent un mélange de motifs PII entremêlés avec de la pelote 
désordonnée55,82. Le résultat donné comme preuve de l’absence de structuration en hélice PII 
provient des expériences de dichroïsme en présence de calcium. En effet, l’ion calcium est 
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connu pour induire la dénaturation des hélices α en s’insérant au sein de l’hélice, rompant 
ainsi les liaisons hydrogène qui la structure. Ainsi le profil dichroïque devrait passer d’une 
hélice α à une conformation aléatoire ou bien ne rien changer si le peptide était déjà en 
conformation aléatoire. Cette dénaturation est directement visualisable en DC par le passage 
d’une hélice à une pelote. Certains auteurs127,149 ont observé l’effet du calcium sur leurs 
peptides riches en proline : l’absence de modification les a conduits à penser que ces peptides 
étaient déjà en pelote statistique. Pour vérifier cette hypothèse nous avons enregistré les 
spectres de la poly(L-proline) en absence et en présence de CaCl2 : aucune modification dans 
l’allure du spectre n’a été observée. Cette hélice ne semble pas réagir de la même façon que 
l’hélice α vis-à-vis des ions calcium. Nos résultats montrent qu’en présence de calcium, IB7 
et IB714 conservent leur structure partiellement en hélice de type II et en pelote statistique. 
IV. 3. 2.  RMN 
Dans un premier lieu l’analyse par RMN du peptide IB714 sera présentée, puis 
l’attribution de la protéine entière IB7 sera évoquée. 
IV. 3. 2. a. Attribution des protons du peptide IB714 par 
RMN
La première étape nécessaire à la caractérisation structurale par RMN est d’identifier 
l’ensemble des résonances proton de chacun des acides aminés. Les déplacements chimiques 
ont des valeurs standards pour un acide aminé en solution dans l’eau et, au sein d’une 
protéine, les valeurs sont sensiblement différentes en fonction des résidus voisins et du 
repliement de la chaîne peptidique. Il existe des abaques répertoriant pour chaque acide 
aminé, les résonances des différents protons, en annexe 1. Les expériences TOCSY sont 
utilisées à ces fins, dont un agrandissement de la région de corrélations NH-Hα est présenté 
figure IV-7. Dans cette région, tous les protons de chaque acide aminé possédant un proton lié 
à l’azote sont identifiés par système de spin. Les résidus prolines sont identifiés dans la région 
2 à 4,5 ppm.
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Figure IV-7 :   Carte TOCSY représentant la région des NH-Hα du peptide IB714.
De plus, les prolines sont distinguables par la valeur de leur déplacement chimique 
en fonction des résidus voisins : les déplacements chimiques des protons alpha et delta des 
prolines sont différents si elles précèdent une autre proline (Pro-Pro) ou bien un résidu 
quelconque (Pro-X) comme il a déjà été montré dans la littérature127.
La figure IV-8 montre un agrandissement de la région de 2 à 4,5 ppm, typique des 
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Figure IV-8 :   Carte TOCSY représentant la région des prolines du peptide IB714.
En effet, les Hα des prolines 2, 9 et 10 (prolines précédent une proline) sont 
fortement déblindés, alors que les Hδ des mêmes prolines sont blindés par rapport aux 
prolines 3, 6 et 11 précédents des résidus autres que proline. 
Une fois l’attribution de l’ensemble des protons de chaque acide aminé faite, il reste 
à savoir dans quel ordre les acides aminés se situent dans la séquence peptidique. La carte 
ROESY nous permet de réaliser une attribution séquentielle selon la méthode de Wüthrich102.
La présence de corrélations entre les NH et les Hα du résidu voisin indique l’enchaînement 
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En revanche, l’introduction d’une proline dans la séquence empêche cette attribution 
par les corrélations NH Hα. L’attribution séquentielle au niveau des prolines peut toutefois 
être réalisée en considérant les corrélations Hδ des prolines et Hα du résidu précédent une 
proline.
Les corrélations séquentielles entre atomes voisins sont visualisées sur la carte 
ROESY comme le montre la figure IV-9 : 
Figure IV-9 :  Carte ROESY représentant la région des NH-Hα du peptide IB714. Les 
corrélations Hαi NHi+1 sont représentées par des pointillés. 
α 12
α 7




α 11 α 6
α 3
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Les effets NOE séquentiels observés sont représentés par des flèches sur la  
figure IV-10 : 
Figure IV-10 :  Représentation de la structure primaire du peptide IB714, ainsi que les 
effets NOE séquentiels observés (flèches bleues).  
Ainsi de proche en proche nous avons attribué tous les protons, répertoriés dans le 
tableau IV-1. Nous pouvons noter le manque de NOEs séquentiels entre la glycine 8 et la 
proline 9 et entre la proline 9 et la proline 10. Nous remontons à l’attribution totale en 
alignant des fragments de séquences attribués.  
 HN Hα Hβ Autres 
Serine 1 ND 4,390 3,991/3,842 - 
Proline 2 - 4,691 1,874/2,290 Hγ : 1,994 ; Hδ : 3,574/ ND 
Proline 3 - 4,390 1,921/2,251 Hγ : 2,021 ; Hδ : 3,805/ 3,629 
Glycine 4 8,355 3,916/3,860 - - 
Lysine 5 8,067 4,598 1,759 Hγ : 1,410 ; Hδ : 1,65 ; Hε : 2,963 
Proline 6 - 4,385 1,902/2,262 Hγ : 2,003 ; Hδ : 3,787/3,61 
Glutamine 7 8,456 4,275 1,973/2,072 Hγ : 3,361 
Glycine 8 8,400 3,942/3,895 - - 
Proline 9 - 4,839 1,812/2,421 Hγ : ND ; Hδ : 3,5/ ND 
Proline 10 - 4,746 1,845/2,383 Hγ : 2,014 ; Hδ : 3,565/3,741 
Proline 11 - 4,370 1,864/2,271 Hγ : 1,984 ; Hδ : 3,603/3,76 
Glutamine 12 8,493 4,302 1,952/2,076 Hγ : 2,38 
Glycine 13 8,189 4,120/3,988 - - 
Glycine 14 8,123 3,932 - - 
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IV. 3. 2. b. Essais de l’attribution des protons de la protéine 
IB7
La même approche, utilisant la batterie classique (COSY-DQF, TOCSY et NOESY) 
a été tentée sur la protéine IB7 entière. En revanche les cartes obtenues par RMN montrent un 
chevauchement important des raies de résonance. L’utilisation d’un spectromètre 800 MHz ou 
d’un solvant structurant comme le TFE ne nous a pas permis de différencier tous les protons. 
La carte TOCSY présentée figure IV-11 confirme ces observations.  
Figure IV-11 :   Carte TOCSY de la protéine IB7 (à 5 mM dans l’eau) effectuée sur un 
spectromètre 800 MHz.  
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Sur les 59 acides aminés nous devrions dénombrer 34 systèmes de spins dans la 
région NH-Hα (59 – 25 prolines) alors qu’une vingtaine au plus sont identifiables et les 25 
prolines ne sont pas toutes visualisables. 
IV. 3. 2. c. Etablissement d’une liste de contraintes pour le 
peptide IB714
Afin d’établir la structure réelle adoptée par le peptide, deux paramètres sont à 
prendre en considération. Non seulement les effets NOE inter-résidus démontrent la proximité 
spatiale des noyaux d’une manière séquentielle et non séquentielle, mais également les 
constantes de couplage 3J sont en fonction des angles dièdres entre atomes voisins ce qui nous 
renseigne donc sur les contraintes d’angles du squelette peptidique. Ces deux types de 
contraintes (3J et NOEs) sont facilement accessibles pour des peptides rigides mais cela 
devient difficile pour des peptides flexibles. 
La carte COSY-DQF, figure IV-12, nous permet d’accéder aux corrélations entre les 
NH et les Hα appartenant au même résidu, mais également aux constantes de couplage 3J
entre ces protons. Sur la carte nous pouvons distinguer toutes les corrélations NH-Hα mis à 
part la sérine N-ter. Celle-ci est identifiée par ses corrélations entre les Hα et Hβ spécifiques. 
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Figure IV-12 :   Carte COSY-dqf représentant la région NH-Hα du peptide IB714. La 
constante de couplage 3J est directement calculable par la mesure de la distance entre les 
raies d’un multiplet montrée par les flèches. 
41 effets NOEs et 7 3J constituent le fichier de contraintes. Ce fichier de contraintes 
est présenté en annexe 2.  
IV. 3. 3.  Minimisation et Dynamique Moléculaire sous 
contraintes RMN : Structure tridimensionnelle du 
peptide IB714
Les cartes bidimensionnelles obtenues par RMN nous ont permis de réaliser une 
cartographie des déplacements chimiques de tous les protons du peptide ainsi que de 
construire un fichier de contraintes structurales de part les effets NOE et les constantes de 
couplage. Ces données sont ensuite utilisées pour déterminer la structure de plus basse 
énergie. A la fin de la minimisation, les 20 conformations de moindre énergie obtenues sont 
sélectionnées.  
Détermination Structurale de 
 IB7 et IB714 
120
La figure IV-13 montre la superposition des vingt structures minimisées retenues.  
Figure IV-13 :  Représentation des vingt conformations de plus basse énergie après 
minimisation du peptide IB714. Deux superpositions de séquences peuvent être réalisées 
indépendamment l'une de l'autre : d'une part entre Pro3 et Pro6 (gauche) ou bien entre 
Pro9 et Gly13 (droite). 
Le principe de la minimisation requiert de travailler à très hautes températures (500 
ou 1000 K) afin de casser les barrières énergétiques. En revanche, malgré l’utilisation de 
conditions dénaturantes, le peptide conserve certaines zones dans des conformations 
identiques en hélice de type II dont le pas est particulièrement ouvert. Deux superpositions 
sont possibles de part et d’autre de la glycine 8, apparaissant comme un axe de libre 
mouvement. D'une part, le segment Pro2-Pro6 a une structure conservée d'une minimisation à 
l'autre et indépendamment, le motif Pro9-Gly13 est également superposable sur les vingt 
structures. 
Ces observations confirment la conformation étendue du peptide, avec des micro-
séquences en hélice de type II principalement au niveau des prolines consécutives Pro2-Pro3 
et Pro9-Pro10-Pro11. Un diagramme de Ramachandran du peptide IB714 a été réalisé (figure 
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sein d’une structure poly(L-proline) (figure IV-3). Les résidus XXX s’inscrivent parfaitement 
dans le domaine d’existence d’une hélice de type II.  
Figure IV-14 :   Carte de Ramanchandran du peptide IB714 : elle présente quelques 
résidus dans la zone typique de l’hélice de type II, colorée en bleue157.
Figure IV-15 :  Structure d’un conformère de IB714 de plus basse énergie. Deux parties 





La figure IV-15 représente une des
structures de plus basse énergie du peptide
IB714. La structure est très ouverte et étalée
avec des motifs en hélice de type II de part
et d’autre de la glycine 8. La distance entre
deux résidus placé l’un au dessus de l’autre
dans l’hélice est estimée à
8 Å, qui est effectivement le pas de l’hélice
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IV. 4. CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES
La structure secondaire du peptide IB714 et de la protéine entière IB7, obtenue par 
DC (36% d’hélice de type II et 64% de pelote statistique) a été confirmée par modélisation 
moléculaire (MM) pour IB714 en tenant compte des contraintes émanant des expériences de 
RMN. La structure tertiaire du peptide a pu également être obtenue par RMN et MM. Pour la 
première fois une analyse structurale par DC, RMN et DM a été effectuée sur un peptide de 
type PRP. Murray et al.127 avaient toutefois effectué une étude structurale par DC et RMN. Le 
peptide IB714 adopte une conformation étendue due à une répartition de structure secondaire 
en hélice de type II et en pelote statistique. Les deux portions en hélice PII sont séparées par 
la glycine 8, qui semble alors jouer le rôle d’une « rotule », d’un point de flexibilité. Le 
manque d’effets NOE séquentiels autour de la glycine 8 et de la proline 9 démontre cette 
potentielle flexibilité. L’hélice PII est plus étendue que l’hélice α : en effet, le pas de l’hélice 
PII est ~8Å alors que le pas de l’hélice α est de ~5-6Å. La propriété de cette hélice est 
principalement due à la présence de multiples résidus proline. Hagerman et Butler ont ainsi 
proposé que la nature étendue et ouverte des protéines était requise pour l’interaction avec les 
tanins1.
La fonction primaire des PRPs basiques consiste à précipiter les polyphénols, 
propriété émanant principalement de leur conformation. Les caractéristiques spécifiques de la 
pelote statistique et de l’hélice PII sont très proches. Les désaccords perçus dans la littérature 
au sujet de la conformation adoptée par les PRPs viendraient de cette particularité. Par 
dichroïsme circulaire l’allure entre ces deux conformations est la même, seules l’amplitude et 
les minima diffèrent124.
L’étude structurale par RMN s’est focalisée sur le peptide IB714, dont la séquence est 
reprise trois fois dans la protéine entière. En effet, l’attribution de l’ensemble des protons sur 
la protéine entière IB7 est rendue très délicate de part sa composition : trois résidus (25 
prolines, 13 glycines et 9 glutamines) représentent 70 % de la composition primaire en acides 
aminés. Chaque acide aminé possède un groupe de protons ayant un déplacement chimique 
qui lui est propre et qui est fonction de son environnement électronique (dépendant non 
seulement de la nature de l’acide aminé mais également de la nature de ses voisins). Dans ce 
cas particulier, les trois acides aminés principaux sont représentés en grand nombre et dès lors 
qu’ils sont imbriqués dans des motifs répétés, ils ont pour la plupart des environnements 
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similaires. La différenciation des 59 systèmes de spin est donc rendue difficile, les spectres 
présentant des raies de résonance chevauchantes. L’utilisation d’un solvant structurant comme 
le TFE ne nous a pas permis d’accéder à la structure 3D de la protéine IB7. L’utilisation d’un 
spectromètre 800 MHz ne nous a pourtant pas permis d’obtenir une résolution suffisante pour 
attribuer les différents acides aminés. De ce fait, l’obtention d’une structure par dynamique 
moléculaire (DM) sans contrainte RMN ferait l’objet d’un temps de calcul bien trop important 
pour être envisagé.  
L’accès à la structure tridimensionnelle du peptide IB714 dont la séquence est reprise 
trois fois dans la protéine, devrait nous donner des informations de contraintes sur la protéine. 
Cependant, l’adaptation de techniques de RMN 3D standards aux protéines dont la 
composition provoque la superposition des raies de résonance se développe de plus en plus. 
En effet, la troisième dimension de cartes 3D homonucléaires (TOCSY-ROESY ou ROESY-
TOCSY) ou hétéronucléaires (HMBC-TOCSY) permettraient de différencier des taches de 
corrélations chevauchantes en 2D. De même, l’enrichissement isotopique en 13C et/ou en 15N
nous permettrait de distinguer préférentiellement certaines positions sur la protéine et donc de 
pallier le chevauchement des pics171. Le double enrichissement apporte une aide majeure à la 
caractérisation de protéines de haut poids moléculaire (24 kDa) en RMN172, bien que la 
technique soit encore très coûteuse. 
Les résultats obtenus par DC nous ont montré que la protéine entière présentait la 
même répartition de structure secondaire que le peptide IB714[Simon, 2002 #107]. Nous avons donc 
choisi de prendre le peptide comme modèle représentatif des PRPs pour étudier la structure 
3D de l'interaction Protéine-Tanin. Par contre, les mesures thermodynamiques (Kd et 
stœchiométrie) ont été réalisées sur la protéine entière IB7 et sur le peptide IB714.
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Dans la salive, certaines protéines, les PRPs, ont un rôle de lubrifiant. Ces mêmes 
protéines sont connues pour interagir avec les polyphénols issus de l’alimentation, formant 
ainsi des complexes insolubles, notamment avec les tanins condensés47. Cette interaction 
réduirait ainsi le potentiel lubrifiant de la salive ce qui est perçu comme une astringence. 
L’astringence ou sécheresse est entrevue comme une sensation tactile au niveau de la bouche 
émanant de l’interaction polyphénols-protéines de la salive7,21. Le mécanisme d’interaction 
est mal connu. Il proviendrait d’interactions hydrophobes et de liaisons hydrogène, en 
dépendant de nombreux facteurs tant au niveau du polyphénol que de la protéine ainsi que des 
conditions du milieu. Les critères définissant cette interaction, comme la nature des liaisons 
entre les deux partenaires (tanins et protéines), la spécificité des sites de liaison sur la protéine 
ainsi que la stœchiométrie des complexes, vont être résumés à partir de la littérature.  
V. 1. 1.  Nature de l’interaction 
V. 1. 1. a. Nature et non-spécificité des sites de liaison 
D’après la littérature, il semblerait qu’il n’y ait pas de séquence spécifique 
d’interaction sur la protéine mais un site privilégié en fonction d’une suite d’acides aminés 
entraînant une conformation propice à l’interaction. Le seul fait d’avoir des séquences riches 
en résidus proline, glycine et glutamine suffirait à provoquer la complexation avec les tanins. 
Ainsi, par le suivi des déplacements chimiques des protons de deux peptides de 19 et 22 
résidus n’ayant pas un enchaînement identique, Murray et al. constatent une affinité similaire 
des deux peptides vis-à-vis des polyphénols85. La particularité des sites tient majoritairement 
à la présence de résidus prolines. La proline serait un bon site de fixation car elle a une 
structure ouverte et rigide. Par ailleurs, la fonction amide tertiaire de la proline est 
enthalpiquement plus favorable pour former un zwitterion que les amides secondaires. Kay et 
al. 173 rappellent que les prolines sont un motif de liaison hors pair car l’amide tertiaire induit 




Le premier résidu d’un enchaînement X-proline est un site préférentiel 
d’interaction80,127. En effet, Baxter et al.128 montrent par RMN que le cycle galloyle se lie sur 
la proline ou sur le résidu la précédent (X-Pro). En outre, Hatano et Hemingway176 étudient 
l’interaction du tetrapeptide Gly-Pro-Gly-Gly avec un monomère et un dimère de catéchine et 
montrent qu’il n’y a pas de sélectivité d’interaction sur les résidus prolines, mais qu’elles 
définissent les contraintes spatiales permettant l’approche des tanins. Il est donc fortement 
présumé que le fort taux de prolines requis n’est dû qu’à la conformation ouverte et étendue 
qu’elles engendrent. Glycine et glutamine joueraient également un rôle dans l’interaction 
entre tanins et protéines45.
V. 1. 1. b. Types de liaison tanin-protéine 
La nature de l’interaction demeure quant à elle mal connue. Liaisons hydrogène et 
interactions hydrophobes sont les forces majeures de l’interaction en conditions 
physiologiques177. Selon certains auteurs, les tanins et les protéines interagiraient 
majoritairement via des interactions hydrophobes entre le groupement latéral (pyrrolidine) de 
la proline et les cycles aromatiques des polyphénols. Dans ce cas, les liaisons hydrogène, 
apparaissant comme secondaires, serviraient à stabiliser le complexe80,85,178. Spencer et al.
suggèrent que la liaison de nature hydrophobe est formée par certains résidus aromatiques de 
la chaîne hydrocarbonnée des protéines3. Cependant les PRPs et en particulier la protéine IB7, 
ne possèdent pas de résidus aromatiques dans leur séquence. D’après Baxter et al., le stacking 
hydrophobe du phénol sur la proline est le mode d’interaction majeur sur un segment PRP de 
19 résidus, dans 10% de DMSO128. En revanche, d’autres études suggèrent que l’interaction 
provient de la formation de liaisons hydrogène entre l’hydroxyle phénolique et le carbonyle 
du peptide1,179. Peleg et al. suggèrent également que l’augmentation de l’astringence avec le 
degré de polymérisation des tanins serait due à la capacité des plus gros polymères à former 
davantage de liaisons hydrogène entre les groupements hydroxyles des composés phénoliques 
et le peptide180. D’une manière générale, on parle de phénomène de surface58 : les tanins 
seraient adsorbés à la surface des protéines en formant ainsi une monocouche hydrophobe.  
V. 1. 1. c. Affinité : aspects thermodynamique des 
complexes 
L’existence de plusieurs sites de liaisons des tanins sur une même protéine est 
largement envisageable étant donné qu’il n’y a pas de spécificité du site de reconnaissance. 
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En effet, Hagerman et Butler1 montrent que le nombre de tanins fixés augmente avec la taille 
de la protéine. Ce résultat est en accord avec une multiplicité des sites. 
Toutes les mesures de constante de dissociation (Kd) du complexe tanin-protéine ont 
été faites en considérant qu’il existe plusieurs sites de liaison sur une protéine et que ces sites 
sont indépendants entre eux. En effet, la proximité des cycles aromatiques des tanins induit 
une variation de déplacement chimique de certains protons du peptide dont il est possible de 
retirer le Kd et le nombre de sites
85. Les déplacements chimiques les plus influencés par la 
présence de tanins sont majoritairement les deux premiers résidus de motifs de type X-Pro-
Pro (notamment avec X = prolines, glycine ou arginine). Ces variations suggèrent que les 
tanins se fixent au niveau de ces résidus. L’interaction a également été suivie par la mesure de 
variation de turbidité de solutions contenant tanins et protéines133,181, ou encore par des essais 
compétitifs au moyen de protéines marquées1.
Concernant le tanin, l’affinité PRP-tanin observée augmente avec le nombre de 
groupements galloylés que possèdent le tanin : Penta Galloyle Glucose>TétraGG>TriGG130.
De même, l’épicatéchine interagit davantage avec les PRPs lorsqu’elle est galloylée133. D’une 
manière générale, la régiospécificité (liaison interflavane 4-6 ou 4-8) ainsi que le degré de 
polymérisation du tanin sont à l’origine de la différence d’affinité entre les PRPs et les tanins. 
Le dimère B3 (catéchine(4β-8)-catéchine) forme des complexes de plus grande taille avec les 
PRPs que le monomère catéchine133. La constante de dissociation entre un peptide de 19 
résidus et le PGG ou l’épigallocatéchine galloylée varie d’un facteur dix autour du 
millimolaire (~10 et 1 respectivement), alors que le nombre de sites de liaison est estimé à 2 
dans le premier cas et 8 pour le second182. Ces résultats traduisent non seulement la relation 
entre la taille du tanin et l’affinité, mais aussi avec le nombre de sites, car plus un polyphénol 
a une taille importante moins il y aura de sites sur la protéine. 
V. 1. 1. d. Paramètres contrôlant le complexe tanin-
protéine
Les critères définissant l’affinité ou la taille du complexe tanin-protéine peuvent être 
regroupés en deux classes : ceux qui sont intrinsèques à la nature de la protéine et du 
polyphénol, mais aussi les conditions dans lesquelles ont lieu ces complexations. 
Citons donc tout d’abord quelques paramètres intrinsèques à la nature de la protéine 
et du polyphénol. La taille de la protéine, qui va d’une cinquantaine d’aminoacides (IB7 = 59) 
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à une centaine (IB6 = 118) est à prendre en considération. Une protéine trop longue pourrait 
avoir tendance à se replier, masquant ainsi des sites de fixation, ce qui limitera la 
reconnaissance des sites d’interaction entre tanin et protéine. En outre, la fixation étant 
« aspécifique » plus la protéine est longue plus le nombre de sites potentiels est important1,
car l’augmentation du nombre de prolines suffit à augmenter le nombre de sites de liaison183.
Apparaît là une notion de rendement de tanins fixés en fonction du nombre de résidus aminés 
et de la conformation de la protéine. Un compromis doit être fait entre la nécessité d’un fort 
taux de prolines et un repliement potentiel de la protéine entraînant un masquage des sites. De 
même, la taille du polyphénol (soit le degré de polymérisation pour les tanins condensés) est 
importante. L’augmentation de leur poids moléculaire favorise la complexation avec les 
protéines16,68,184,185. Le nombre de groupements hydroxyles sur les cycles A et B ainsi que les 
galloylations sont importants. Ainsi, plus il y a de OH plus l’affinité est importante81 et donc 
le nombre d’unités monomériques fait accroître la quantité d’hydroxyles.  
Ensuite viennent les paramètres concernant les conditions de solubilisation du 
complexe. La liste suivante sera non exhaustive. L’acidité et la force ionique modifient 
l’interaction protéine-polyphénol et réduisent la viscosité de la salive. La valeur du pH est très 
importante pour l’interaction186 de sorte que plus le pH est bas et plus le complexe semble 
stable. A pH 8,2 il n’y a pas de précipitation mais formation d’un complexe soluble187. Par 
une titration en fonction du pH sur plusieurs protéines, de Freitas et Mateus133 montrent que la 
fixation des tanins sur les PRPs et la précipitation du complexe sont maximales à pH 3,5 et à 
pH 5, correspondant souvent au point isoélectrique des protéines188 où les forces de répulsions 
électrostatiques sont minimisées. L’effet du pH est dépendant de la concentration en 
composés ioniques178. A faible pH et faible concentration en protéines, une augmentation de 
la force ionique augmente la complexation. La charge globale de la protéine est écrantée par 
les ions qui réduisent les répulsions électrostatiques entre les protéines, augmentant la force 
hydrophobe189. De plus, dans la salive humaine, des ions tant inorganiques qu’organiques sont 
présents. Martin et al.190 miment un mélange d’ions et trouvent que l’effet du pH est très 
sensible à leur présence et dépend de la nature des ions présents, de telle sorte que la présence 
d’ions inorganiques (K+, Na+) favorise la précipitation du complexe tanins-protéines188.
L’influence du solvant sur la solubilité des polyphénols agit sur l’association avec les 
protéines : une faible solubilité favorise la fixation des tanins car les liaisons hydrogène faites 
avec le solvant doivent être supprimées avant la liaison aux protéines3. Des composés 
secondaires peuvent également intervenir sur la fixation des tanins et l’affinité avec les 
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protéines. Les polysaccharides peuvent aussi interférer en agissant de manière compétitive 
avec les protéines sur la fixation des polyphénols. 
V. 1. 2.  Stratégie de l’étude 
L’interaction protéine-tanin est encore mal connue à ce jour. Seule la non spécificité 
des sites de liaisons est admise dans l’ensemble de la littérature. En revanche, la nature des 
liaisons est très discutée. La stœchiométrie des complexes ainsi que la constante de 
dissociation a principalement été étudiée par mesure des variations de déplacements 
chimiques en RMN ou par compétition par marquage radioactif. Aucune approche structurale 
du complexe n’a été entreprise. 
Nous proposons de valider l’existence d’un complexe entre le peptide IB714 et les 
tanins B3 par spectrométrie de masse, RMN et dynamique moléculaire. La stœchiométrie du 
complexe, le nombre de sites de liaison des tanins sur le peptide IB714 ainsi que la nature de 
l’interaction sont ainsi mis en en évidence à l’aide de ces différentes techniques.  
D’autre part, des mesures de constantes de dissociation, de nombre de sites sur la 
protéine entière ainsi que la taille du complexe, ont été réalisées pour le système IB7-B3. 
V. 2. MATERIELS ET METHODES
Les produits utilisés ont été préalablement présentés lors des chapitres précédents. 
V. 2. 1.  L’ESI couplée à un détecteur à trappe ionique 
Un spectromètre de masse associé à un détecteur à trappe ionique équipé d’une 
interface nanospray (LCQ Deca XP, Thermo Finnigan, laboratoire IBGC, Université de 
Bordaux 2) est utilisé pour l’étude de l’interaction peptide-tanin. 
Des solutions de peptide (50 picomoles), auxquelles sont ajoutées des quantités 
croissantes de B3 (de 0 à 200 picomoles), sont mises en solution dans un mélange 
eau/éthanol/acide acétique 89/10/1 (v/v/v), à pH 3,5. La température du capillaire dans 
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l’interface atteint 150°C, et le voltage induisant la nébulisation est calé à  
1,2 kV. Les espèces doublement chargées correspondant aux différents complexes peptide-
tanin sont isolées dans la trappe ionique avec une précision de ± 3 Da. L’énergie de collision 
nécessaire à la perturbation du complexe se situe entre 18 et 25 % par rapport à l’échelle 
instrumentale, en fonction de la taille des complexes. 
V. 2. 2.  Dichroïsme Circulaire 
Les conditions d’acquisition ont été décrites dans le chapitre IV.2.2.a. 
Les spectres de DC ont été enregistrés pour des solutions contenant initialement 0,2 
mM de peptide IB714 auxquels ont été progressivement rajoutées différentes concentrations de 
tanin B3 (de 0,025 à 0,6 mM).  
V. 2. 3.  Dynamique Moléculaire du complexe IB714-B3 
La dynamique moléculaire a été utilisée à différents buts : une première approche 
concerne l’étude structurale et dynamique du complexe IB714/B3 ; puis, elle nous a également 
permis d’identifier les régions lipophiles ou hydrophiles du peptide et enfin elle nous a aidés à 
remonter à la taille du complexe. 
V. 2. 3. a. Dynamique Moléculaire 
La minimisation du dimère B3 a été effectué grâce au fichier de contraintes RMN 
établi par Barathieu63. La conformation de plus basse énergie du peptide IB714 utilisée pour 
cette étude est celle obtenue par DM à 1000 K, en utilisant les contraintes obtenues pour le 
peptide seul (chapitre IV). Deux types d’expériences sont alors réalisés pour l’étude du 
complexe IB714/B3, l’une en maintenant le fichier de contraintes et l’autre pour laquelle les 
contraintes sont enlevées et le peptide complètement re-minimisé. Deux rapports molaires 
IB714/B3 sont testés, à 1/1 et 1/4. L’eau comme solvant implicite est systématiquement 
utilisée (GB/SA) avec l’option extended cut-off (cf chapitre IV). Quatre calculs de 2 ns sont 
effectués pour un rapport molaire de 1/1 et deux de 5 ns pour un rapport molaire de 1/4. 
Chaque calcul diffère par la position aléatoire des tanins autour du peptide de sorte tous les 
résidus du peptide soient en contact avec les tanins grâce à la multiplicité des expériences. 
Dans chaque cas, une conformation est prélevée toutes les 10 ps. Après les dynamiques 
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effectuées sous contraintes pour un rapport équimoléculaire, une analyse par cluster est 
réalisée avec le logiciel XCluster 1.1191, qui est intégré à MacroModel. Pour cela, nous 
utilisons un critère de distance, le RMSD, en comparant tous les atomes d’une structure à 
l’autre. Cette approche nous conduit à classer les conformères par famille selon l’homologie 
de structure.
V. 2. 3. b. Calcul de surface : amphiphilicité 
Les potentiels moléculaires de lipophilicité (MLP : Molecular Lipophilicity 
Potentials) ont été calculés par un programme développé au laboratoire (Michel Laguerre) 
d’après une idée de Audry et al.192 en utilisant une fonction exponentielle193. Les constantes 
fragmentales atomiques utilisées ont été définies par Broto et al.194. Les cartes MLP ont été 
calculées au niveau atomique grâce au programme MLPP195.
V. 2. 3. c. Détermination du coefficient de diffusion par 
dynamique moléculaire et taille du complexe formé 
Les expériences sont réalisées dans de l’eau explicite. Dans le cas d’IB714 seul, le 
peptide est placé dans une boite contenant 5140 molécules d’eau et de dimension 54 x 54 x 54 
3. Pour le complexe IB714–3B3, il est placé dans une boite de 5353 molécules d’eau et de 
dimension 55 x 55 x 55 3. Le peptide seul a été soumis à une dynamique de 2 ns à 300 K et 
le complexe à une dynamique de 3 ns à 300 K. Les expériences sont réalisées à pression 
constante (1 bar).
Les valeurs de coefficient de diffusion (D) sont obtenues à partir de la relation 
d’Einstein (Eq. [5]). La pente de la courbe, divisée par 6, représentant le carré du déplacement 
moyen de la molécule en fonction du temps est égale à D. Cette relation n’est valable que 




V. 2. 4.  RMN 
Les conditions d’acquisition ainsi que la préparation des échantillons ont été décrites 
dans le chapitre IV.3.1. 
V. 2. 4. a. Variation du déplacement chimique du peptide 
IB714 et de la protéine IB7 
Les spectres ont été enregistrés sur un spectromètre 500 MHz muni d’une sonde 
HRMAS. Des cartes TOCSY sont réalisées pour chaque rapport molaire IB714/B3 (de 1/0 à 
1/7 pour une concentration de IB714 de 1,5 mM) afin d’attribuer la totalité des protons du 
peptide. Les conditions d’acquisition et de traitement des données sont identiques à celles 
utilisées pour l’obtention de la structure d’IB714 (§ IV-2-2). Les mêmes expériences sont 
réalisées pour des complexes IB7/B3 pour des rapports molaires variant de 1/0 à 1/21, pour 
une concentration en protéine IB7 fixe de 1 mM. Le dimère B3 est ajouté progressivement à 
la solution de peptide sous forme de poudre afin d’éviter toute dilution. Le mélange est 
soniqué afin de dissoudre complètement les tanins. 
V. 2. 4. b. Variation du coefficient de diffusion du peptide 
IB714 et de la protéine IB7 
Les expériences haute résolution liquide sont effectuées sur un DPX Avance Bruker 
400 MHz muni d’une sonde BBI avec un lock 2H, équipée de gradient z. L’échantillon est 
alors placé dans des tubes de 5 mm, nécessitant des volumes de 400 µl. La séquence utilisée 
est stebpgp1s1d (Bruker). L’impulsion π/2 proton est de 5,8 µs à -6 dB. La valeur effective du 
gradient est incrémentée par pas de 5% (2, 5, 10,…, 95%) pour un total de 20 expériences. 
Dans le cas du peptide IB714 les paramètres de la séquence (cf chapitre II) ont été calibrés de 
la manière suivante : ∆ = 150 ms ; δ = 1,3 ms. Les expériences de mesure du coefficient de 
diffusion transversal sont réalisées pour des rapports molaires IB714/B3 variant de 1/0 à 1/8. 
De la même manière, les paramètres concernant l’évolution du coefficient de diffusion 
transversal dans le cas de la protéine IB7 ont été calibrés comme suit : ∆ = 180 ms ;  
δ = 1,5 ms (rapport 0 à 2,5) 1,8 ms (rapport 5 à 21) ; pour des rapports molaires de 1/0 à 1/21 
des complexes IB7/B3. 
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V. 2. 4. c. Mesures des constantes d’association et de 
dissociation
Auto-association des tanins
Les tanins sont connus pour leurs propriétés d’auto-association. Cette auto-
association a été étudiée pour d’autres modèles de tanins tel que le galloyle glucose114,128 et le 
modèle le plus couramment utilisé pour étudier ces phénomènes est un modèle 
isodesmique114,196. Ce modèle suppose que les molécules « libres », T (tanins), s’empilent 
pour former des « dimères », (T-T, deux unités reliées de manière non-covalente) 
« trimères », (T-T-T reliées non-covalemment) . . . avec la même constante d’association, 
selon le schéma suivant : 
T + T ≡ T2
T2 + T ≡ T3























De ces équations on peut écrire : 




Où [T0] est la concentration totale en tanin ([T0]=[T]+2[T2]+3[T3]+…+n[Tn]) et [T] 
est la concentration en tanin disponible pour l’interaction ([T]=[T]+[T2]+[T3]+…+[Tn]).  
En utilisant le modèle d’empilement de tanin, Baxter et al.114 ont montré que le 
calcul de la constante d’association (Ka) des tanins entre eux peut être effectué par le suivi de 
la variation de déplacements chimiques des protons du dimère B3, ceci en fonction de la 
concentration en dimère dans la solution. La relation utilisée afin de déterminer Ka est donnée 

























Où ∆δ est la variation en déplacement chimique observée, ∆δmax la variation 
maximale, Ka la constante d’association et [T0] la concentration en tanin totale. 
Les calculs ont été effectués sur le logiciel Microsoft Excel. Pour le paramétrage des 
courbes on utilise l’équation [6] où Ka et δmax sont les paramètres ajustables (les courbes de 
titration sont montrées en annexe 3). 
Association du complexe Tanin-Protéine
La formation du complexe entre peptide et tanin induit une variation de 
l’environnement électronique des protons du peptide. On observe alors une variation des 
déplacements chimique des protons du peptide proportionnelle à la concentration de B3 
ajouté. Une titration de l’interaction est alors possible. 
La titration par mesure du déplacement chimique utilise une équation décrite par 
Charlton et al. et Baxter et al.128,130,182, avec un modèle à plusieurs sites de liaison, de la 
manière suivante : 
Il et alors possible de retrouver la valeur de la constante de dissociation (Kd) ainsi 
que le nombre de sites de liaisons sur le peptide en fonction des variations de déplacements 
chimiques des protons en RMN, comme montré dans l’équation [7] : 
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∆δ∆δ   [7] 
où ∆δ est la variation de déplacement chimique du peptide (ppm), ∆δmax le 
maximum de variation (ppm), Kd la constante de dissociation, [P] la concentration totale en 
peptide, n le nombre de sites de liaisons pour le polyphénol et [T] la concentration totale en 
tanins capable de fixer le peptide. La concentration [T] est mesurée d’après l’équation [6]. Les 
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calculs sont effectués sur le logiciel Microsoft Excel. Pour le paramétrage des courbes 
utilisant l’équation [7], Kd, ∆δmax et n sont les paramètres ajustables.
V. 3. RESULTATS
V. 3. 1.  Mise en évidence d’un complexe IB714-nB3 par 
spectrométrie de masse 
L’ionisation par électrospray (ESI), qui est connue pour apporter des informations 
directes d’assemblages supramoléculaire en phase gazeuse197,198, a été utilisée sous infusion 
statique avec une seringue nanospray. Cette technique assure une consommation minimale de 
produit.
L’analyse du spectre de masse du peptide IB714 seul dans ces conditions d’ionisation 
conduit à un pic de rapport m/z de 650,9 qui correspond à la masse doublement protonée du 
peptide (figure V-1, A, masse exacte calculée = 650,83).  
Le spectre de masse d’un mélange peptide-tanins conduit à l’observation de 
complexes non covalents IB714-B3. La trappe à ions nous permet de sélectionner 
sélectivement une espèce de masse précise (à plus ou moins 3 daltons), dans le but d’enrichir 
spécifiquement un composé. D’un mélange IB714-B3 d’un rapport molaire 1/4, ont pu être 
isolées dans la trappe à ions, les masses correspondant aux complexes de stœchiométrie 1/1, 
1/2 et 1/3 (figure V-1, B à D respectivement). Un faible signal pouvant émaner du complexe 
1/4 est également isolé, en revanche aucun spectre n’a pu être retenu par fragmentation 
ultérieure afin de s’assurer de son identification (par CID).  
L’espèce doublement chargée correspondant au complexe IB714-B3 1/1 d’un rapport 
m/z de 940,0 (masse exacte de 939,91) a ainsi pu être isolée. Afin de lever l’indétermination 
entre l’existence du complexe formé par un peptide et un dimère ou simplement un artéfact, 
nous l’avons fragmenté par collision énergétique. La conséquence de cette fragmentation est 
la réapparition d’un pic à la masse du peptide doublement chargé (m/z 650.9, figure V-1, B). 
Le signal correspondant au dimère B3 mono-protoné n’apparaît pas sur le spectre, en raison 
du faible rendement d’ionisation du polyphénol. Ce complexe 1/1 IB714-B3 commence à se 
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désassembler pour une énergie de collision de 15% et se retrouve entièrement fragmenté pour 
une énergie de collision de 19% (à noter que l’espèce doublement chargée IB714 est 
fragmentée pour une énergie maximale de 28%). Ainsi nous confirmons l’existence du 
complexe équimolaire entre ces deux composés. 
Des expériences similaires ont été réalisées pour toutes les autres masses 
sélectionnées, dont le résultat de la fragmentation est montré figure V-1, C et D. Le complexe 
1/2 IB714-B3 est observé au rapport m/z 1229,1 (masse calculée de 1228,98). Cette masse est 
répartie en une espèce IB714 doublement chargée [IB714 + 2H]
2+ et le tanin B3 mono chargé 
[B3 + H] +. La figure C montre le résultat issu de la fragmentation où l’on retrouve le 
complexe 1/1 (939,9), le peptide doublement protonné (650,9) ainsi que le signal du B3 
(579,1). Le comportement du complexe 1/3 est similaire sous l’effet du CID, de telle sorte que 
la fragmentation fait apparaître les complexes 1/2 (1229,1), 1/1 (939,9) ainsi que les espèces 
mono-moléculaires [IB714 + 2H]
2+ (650,9) et [B3 + H] + (579,1) (figure D). Il est intéressant 
de noter que les complexes 1/1 et 1/2 commencent à se dissocier pour une énergie de collision 




Figure V-1 :  Spectrogramme de masse obtenu par électrospray avec une source 
nanospray pour IB714 seul (A) et dans un mélange IB714-B3 à différents rapports molaires 
1/1 (B), 1/2 (C) et 1/3 (D). 
Grâce à ces résultats nous montrons l’existence de différents degrés de complexation 
ainsi que de la multiplicité des sites de liaison. Mais nous ne pouvons pas conclure sur le 
nombre de sites de manière quantitative car nous ne sommes plus dans des conditions 
naturelles. Il est intéressant de remarquer que dans la chambre d’ionisation, le complexe 
tanin-protéine se trouve sous forme de gouttelettes dé-solvatées. Or, enlever l’eau maintient 
une forte affinité entre ces deux produits ce qui nous permet de conclure sur la nature des 
liaisons intermoléculaires. Celles-ci sont davantage de type liaison hydrogène et interaction 
électrostatique que des interactions de type hydrophobe80,178.






































































































































V. 3. 2.  Dichroïsme Circulaire : Influence de B3 sur la 
structure secondaire du peptide IB714
La figure V-2 représente les spectres dichroïques des acteurs de l’astringence 
séparément. La structure secondaire du peptide IB714 (A) est un mélange à 34% d’hélice de 
type II et 66% de conformation aléatoire (chapitre IV). Les spectres (B) sont caractéristiques 
de tanins avec deux bandes coton spécifiques des centres chiraux des unités catéchiques.  
Figure V-2 :   Spectres dichroïques du peptide IB714 seul à différentes concentrations 
(A) et du dimère B3 seul pour des concentrations variant de 0,025 à 0,6 mM (B) dans de 
l’eau.
L’ajout de différentes quantités successives de dimère B3 (correspondant à des 
concentrations de 0,025 à 0,6 mM) à une quantité fixe de peptide (0,200 mM) donne les 




Figure V-3 :  Spectres dichroïques de différents mélanges IB714-B3 (de 1/0 à 1/3). Les 
flèches indiquent les concentrations croissantes en B3. 
Sur la figure V-3 nous pouvons observer la contribution du peptide ainsi que celle du 
B3. Evidemment, plus la concentration en B3 augmente plus le spectre ressemble au signal du 
tanin seul. Afin de remonter à la structure secondaire du peptide IB714 il est indispensable de 
supprimer la réponse dichroïque du tanin. Pour cela, les spectres du tanin seul aux même 
concentrations que celles utilisées pour les différents rapports molaires (spectres figure V-2 
(B), sont soustraits aux spectres obtenus figure V-3. Nous obtenons ainsi la figure V-4, 
normalisée par la concentration et ne représentant plus que la réponse dichroïque du peptide. 
Figure V-4 :  Spectre dichroïque d’un mélange dimère-peptide. A une quantité fixe de 
peptide IB714 (200 µM) différentes quantités de dimère B3 ont été rajoutées (IB714/B3
1/0, 1/1, 1/2, 1/3). Les résultats sont représentés en ellipticité molaire corrigée de la 
contribution en dimère B3. 
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Toutes les courbes sont superposées à l’exception d’une légère déviation du spectre 
représentant le peptide au sein d’un mélange 1/3 (IB714/B3). Cependant, il faut noter que 
l’ajout successif de B3 produit une dilution du peptide de plus en plus importante. De sorte 
que dans ce dernier cas, la déviation du spectre est principalement due à une diminution du 
rapport signal/bruit provoquée par la dilution.  
Les spectres ont été déconvolués de la même manière que pour le peptide seul en 
utilisant des protéines de structure secondaire connues. On retrouve une répartition identique 
au peptide seul (comme définit chapitre IV) avec 34% d’hélice de type II et 66% de pelote 
statistique étendue. L’addition de B3 ne modifie donc pas l’arrangement conformationnel du 
peptide. L’autre hypothèse quant à ce résultat serait l’absence d’affinité des deux composés 
l’un pour l’autre auquel cas aucune interaction n’est observable. Mais les autres techniques 
utilisées, présentées par la suite, confirment l’existence d’un complexe de forte affinité entre 
tanin et peptide riche en proline. 
V. 3. 3.  RMN 
Afin de déterminer la conformation spatiale du peptide en présence de tanin B3, nous 
avons utilisé la batterie classique des expériences bi-dimensionnelles suivie d’une dynamique 
moléculaire. De plus, les variations de valeurs de déplacement chimique des protons du 
peptide ainsi que des coefficients de diffusion transversale du complexe, obtenues par RMN 
apportent des informations sur les paramètres thermodynamiques et sur la taille du complexe. 
V. 3. 3. a. Informations structurales 
Une procédure similaire à l’étude structurale du peptide seul a été entreprise pour le 
cas des complexes tanin-protéines. Aucune variation significative des contraintes RMN n’a 
été observée pour le peptide en absence ou en présence de B3. Les mêmes fichiers de 
contraintes (NOEs et 3J) sont donc utilisés pour déterminer la structure de départ du peptide 
en dynamique moléculaire. Quant au dimère B3, nous utilisons le fichier de contraintes défini 
par Barathieu199.
En revanche, sur les cartes ROESY apparaissent des taches de corrélations 
intermoléculaires entre les résidus Gly4 et Lys5 du peptide IB714 et le cycle pyrane du dimère 
B3 (annexe 4). La figure V-5 montre quelques-uns un des effets NOEs entre Gly4 du peptide 
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et les protons 4F et 4’F du B3. 5 nouvelles contraintes inter-molécules sont rajoutées afin de 
réaliser une dynamique moléculaire (§ V.3.4). 
Figure V-5 :   Agrandissement du spectre ROESY en mode contour, représentant la 
région Hα-Hα. Seuls les effets NOEs entre Gly4-Hα et 2F, 4F et 4’F du B3 sont présents 
dans cette partie du spectre. 
V. 3. 3. b. Association IB714-B3
Afin de valider l’existence d’un complexe et d’affirmer sa stœchiométrie d’autres 
types d’expériences ont été entreprises. En effet, la démonstration d’une possible interaction 
par RMN n’est pas nouvelle. Etant donné que la valeur des déplacements chimiques dépend 
de l’environnement électronique des noyaux, le contact de B3 au peptide se traduirait par un 






manière, la valeur des coefficients de diffusion translationnels permettent de remonter à la 
constante de dissociation ainsi qu’aux nombres de sites de liaison des polyphénols sur le 
peptide.
Différentes solutions dans lesquelles le rapport IB714/B3 varie (de 1/0, 1/7), ont été 
soumises à des expériences de RMN mono ou bidimensionnelles. 
Variation des déplacements chimiques des protons de IB714 en présence de B3
D’une manière générale, les valeurs des déplacements chimiques des protons 
peptidiques sont influencées par la présence de tanins, influence qui dépend de la 
concentration. Un exemple de l’évolution des déplacements chimiques des protons NH du 
peptide IB714 en fonction du rapport molaire B3/IB714 est présenté dans la figure V-6. La 
glutamine 12 est très peu influencée par la présence de dimère B3 contrairement aux glycine 
13 et 14 qui subissent un fort décalage vers les hauts champs. En revanche, les protons du B3 
ne subissent aucune variation de leur déplacement chimique au cours de la titration.
Figure V-6 :  Spectre RMN 1D représentant la région des groupements amines du 
peptide IB714. A) spectre du peptide seul ; B) spectre du peptide en présence de B3 pour 
un rapport molaire de 1/1 ; C) 1/2 ; D) 1/3 ; E) 1/4,5 ; F) 1/6,6.  
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Les déplacements chimiques de tous les protons du peptide à chaque rapport molaire 
sont répertoriés en annexe 5. La figure V-7 répertorie l’ensemble des variations de 
déplacements chimiques (∆δ) des protons Hα du peptide. 
Figure V-7 :   Variations des déplacements chimiques des protons Hα de chaque 
résidus du peptide IB714. ∆d représente la différence entre le déplacement chimique du 
peptide seul et du peptide complexé au tanin B3 (rapport molaire 1/7).  
D’après la figure V-7, nous pouvons remarquer que parmi tous les protons du peptide 
certains semblent davantage influencés par la présence de B3. Les prolines précédents des 
prolines (inclues dans un motif X-Pro-Pro) subissent une forte variation de déplacement 
chimique avec l’ajout de B3, contrairement aux prolines isolées. Etant donné que la variation 
de placement chimique traduit un changement d’environnement électronique, elle traduit le 
contact avec le tanin ou alors un changement conformationnel du peptide. Etant donné qu’il 
n’y a aucune modification des 3J comme des effets NOE, cette variation découle donc de la 
fixation des tanins sur le peptide. Nous vérifions ainsi l’hypothèse déjà formulée concernant 
l’importance des motifs X-Pro-Pro pour l’interaction avec les tanins155. D’autre part, si nous 
considérons ces protons par groupes nous distinguons 3 groupes majeurs subissant un fort 


















un premier groupe, de Pro9 à Pro11 pour le second, et Gly13 et 14 pour le dernier. Il est tout à 
fait intéressant de noter que les déplacements chimiques des prolines et des glycines C-ter 
sont blindés alors que ceux des autres résidus sont déblindés.  
La figure V-8 représente la variation de déplacement chimique (∆δ) du Hα de la 
proline 9 en fonction du rapport molaire IB714/B3 : 
Figure V-8 :   Evolution de la variation du déplacement chimique (∆δ) du proton Hα
de la proline 9 du peptide IB714 en fonction de la quantité de dimère B3 ajouté. 
Au-delà d’un rapport molaire B3/IB714 de 3-4, l’addition de procyanidine ne modifie 
plus la valeur des déplacements chimiques de manière significative. La courbe a été traitée 
selon l’équation [7] afin de remonter à la constante de dissociation du complexe IB714/nB3 et 
aux nombres de sites de liaison sur le peptide. Au préalable, nous avons définit la constante 
d’association des dimères B3 entre eux en utilisant la méthode décrite par Baxter et al.114. Les 
blindage
déblindage
En s’approchant du peptide, les groupements
aromatiques du polyphénol modifient la densité électronique
des protons du peptide de telle sorte que certains vont se
retrouver blindés (comme les prolines 2, 9 et 10 ainsi que
les glycines 13 et 14, alors que d’autres seront déblindés.
Les protons éloignés des zones de contacts ne seront quant à
eux que faiblement perturbés par la présence de B3. 
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courbes ont été paramétrées selon l’équation [6]. Par la variation du déplacement chimique 
nous obtenons une constante d’association Ka = 4 M
-1 bien en dessus des concentrations 
utilisées pour l’interaction avec les protéines. 
Nous obtenons alors la constante de dissociation pour le proton Hα de la proline 9 
telle que Kd = 1,9.10
-4 M, avec un nombre de site, n = 3,2. L’analyse a été répétée pour 
d’autres résidus dont les résultats sont donnés tableau V-1 : 
Résidus Kd (mM) ∆δmax n χ2
Pro2- Hα 8.15 0.228 3.0 0.028 
Pro2- Hβ 3.00 0.085 3.5 0.015 
Pro6- Hα 0.28 0.067 2.6 0.003 
Pro9- Hα 0.19 0.111 3.2 0.013 
Gly13-NH 2.46 0.186 3.2 0.018 
Tableau V-1 : Données thermodynamiques du complexe IB714-B3. Kd, n, ∆δmax sont 
obtenus par les variations de déplacements chimiques en RMN, après un paramétrage par la méthode 
des moindres carrés selon l’équation [7]. Seulement les résultats pour quelques résidus sont 
représentés.
Variation du coefficient de diffusion transversal du complexe en fonction du 
rapport molaire IB714/B3
Les coefficients de diffusion sont mesurés grâce à l’application d’une série de 
gradients, comme explicité dans le chapitre II.3.4. L’équation [4] (chapitre II) montre la 
relation existant entre l’intensité du signal obtenu et la puissance du gradient appliqué. La 
figure V-9 montre ainsi l’évolution du signal en fonction du gradient appliqué lors d’une 
expérience où le peptide est seul (A) et pour un rapport molaire de 1/8, IB714/B3 (B).  
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Figure V-9 :  Variation de l’intensité du Hε de la lysine en fonction des gradients 
appliqués lorsque le peptide est seul à 1,5 mM (A) ou en présence de 12 mM de B3 (B). 
La pente de la droite nous permet d’accéder au coefficient de diffusion transversal 
respectivement 4,0 et 2,8 x10-6 cm2.s-1.
D’après l’équation de Stockes-Einstein (Eq. [3], chapitre II), D étant inversement 
proportionnel à la taille de la molécule, nous pouvons retrouver le rayon de giration du 
complexe. Dans le cas présent, plus il y a de B3 qui se fixent sur le peptide plus le complexe 
augmente en taille donc plus D doit diminuer. Un coefficient de diffusion de 4,0 .10-6 cm2s-1,
obtenu pour le peptide seul (1,5 mM) implique un rayon de 5,5 Å. Alors qu’en présence de 12 
mM de B3 (rapport molaire de 1/8 IB714/B3) le coefficient de diffusion descend à  
2,8 .10-6 cm2.s-1 ce qui implique un rayon de giration de 7,8 Å. 
Il est intéressant de noter que la titration de D en fonction du rapport molaire 
B3/IB714 nous ramène aussi à la constante de dissociation du complexe ainsi qu’aux nombres 
de sites de fixation, de la même manière que la variation de déplacements chimiques. La 
figure V-10 reporte l’évolution du coefficient de diffusion du peptide en fonction de la 
quantité de B3 ajouté à la solution peptidique. Dans la mesure où la température ainsi que la 
viscosité du milieu sont considérées comme constantes, cette évolution traduit ainsi la 




Figure V-10 :  Variation du coefficient de diffusion du peptide IB714 en fonction de la 
quantité de dimère B3 ajouté. La courbe en noir représente le meilleur paramétrage des 
données selon l’équation [7]. 
Un même type d’équation que précédemment où la variation de déplacement 
chimique est remplacée par la variation du coefficient de diffusion, défini par Luo et al.196, est 
utilisé pour traiter les données. Nous avons obtenu une constante de dissociation Kd ≈ 2 mM 
et un nombre de sites, n = 3. 
V. 3. 3. c.  Association IB7-B3 
L’analyse de l’interaction IB7-B3 s’est focalisée sur l’aspect thermodynamique (Kd
et nombre de site) ainsi que sur la taille globale du complexe. Ces différents paramètres ont 
été obtenus par mesure du coefficient de diffusion et de la variation du déplacement chimique 
de groupes de protons à différents rapports molaires B3/IB7 (de 0/1 à 21/1).  
Variation des déplacements chimiques de groupes de protons de IB7 en 
présence de B3
L’attribution des protons des 59 résidus aminés de la protéine n’a pas encore été 
réalisée. Néanmoins, l’attribution complète des protons de IB714  a servi de référence pour la 
détermination des déplacements chimiques de groupes d’acides aminés identiques de IB7. En 
effet, chaque résidu de la protéine n’est pas identifiable individuellement, en raison du 
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chevauchement, donc nous définissons des groupes correspondant à un type d’acide aminé 
comme le montre la figure V-11. Ainsi un groupe de lysines a pu être identifié (en rouge sur 
la figure) principalement par la valeur du proton γ, très blindé et sortant à 1,40 ppm. Deux 
groupes de prolines sont également différenciés, les prolines précédant une proline (Pro-p, en 
bleu clair sur la figure) dont la valeur du Hα est environ de 4,6 ppm et les prolines précédant 
un autre résidu (Pro-x, en bleu foncé sur la figure) dont le Hα résonne à environ  4,4.
Figure V-11 :   Agrandissement d’une région de la carte TOCSY de la protéine IB7, 
pour un rapport molaire B3/IB7 de 13, montrant un groupe de lysines (en rouge) et deux 
groupes de prolines (en bleu). La flèche en rouge indique la projection du proton ε de la 
lysine sur le spectre 1D. 
La variation du déplacement chimique de groupes lysine, Pro-p et Pro-x ainsi que 
glutamine de IB7, en fonction du rapport [B3]/[IB7] a été suivie. Seule la courbe de titration 
δδ 
β







de Pro-p est présentée en figure V-12. Les signaux des prolines sont beaucoup plus éclatés à 
un rapport protéine-tanin élevé. Ceci montre l’importance des résidus prolines dans 
l’interaction puisque les valeurs des déplacements chimiques sont fortement modifiées.  
Figure V-12 :   Variation du déplacement chimique du Hα du groupe Pro-p, en fonction 
du rapport molaire B3/IB7. La courbe représente le meilleur paramétrage des données 
selon l’équation [7]. 
Pour chacun des groupes d’acides aminés, Kd et le nombre de sites ont été déterminés 
en paramétrant les points expérimentaux avec l’équation [7]. L’ensemble des valeurs est 
reporté dans le tableau V-2.
Résidus Kd (mM) n χ2
NH Gln 0,19 9,9 0,03 
Hα Pro-p 240 11,5 0,07 
Hβ Lys 0,1 16,7 0,01 
Hβ’ Pro-x 0,19 16,4 0,01 
Tableau V-2 : Données thermodynamiques du complexe IB7/B3. Kd et n sont obtenus par 
les variations de déplacements chimiques en RMN, après un paramétrage par les 
moindres carrés selon l’équation [7].  
Interactions Tanins-Protéines 
152
Dans le cas de la glutamine, le paramétrage de la variation de déplacement chimique 
du NH indique un nombre de sites de liaisons de 10. Un résultat comparable est obtenu pour 
le Hα de la Pro-p (n = 11). En revanche, en considérant le proton Hβ de la lysine, le nombre 
de sites de liaisons est alors d’environ 17. Enfin, les variations de déplacement chimique du 
proton Hβ’ de la Pro-x conduisent à une valeur de nombres sites de liaisons de 16,5. 
Aucune variation des déplacements chimiques des protons de B3 n’est observable.  
Variation du coefficient de diffusion transversal du complexe en fonction du 
rapport molaire IB7/B3
Les coefficients de diffusion de la protéine ont été mesurés pour chaque rapport 
IB7/B3 (de 1/0 à 1/21). En revanche, à forte concentration en B3, le signal de la protéine 
devient difficilement perceptible, donc les derniers points ne sont pas reportés sur la courbe 
de titration. Le massif choisi correspond aux Hε de la lysine comme illustré par la flèche en 
rouge sur la figure V-11. En effet ces protons résonnent dans une région relativement isolée, 
ce qui facilite leur intégration. La figure V-13 montre la variation de l’intensité du signal du 
proton Hε de la lysine en fonction de la puissance des gradients appliqués pour la protéine 
seule à 1 mM (A) et en présence de B3 à 17 mM (B). 
Figure V-13 :  Variation de l’intensité du Hε de la lysine en fonction des gradients 
appliqués lorsque le peptide est seul à 1 mM (A) ou en présence de 17 mM de B3 (B). La 
pente de la courbe nous permet d’accéder au coefficient de diffusion transversal 
respectivement 1,7 et 1,2 x10-6 cm2.s-1.
Le coefficient de diffusion translationnel diminue avec l’ajout de quantités 




figure V-14. D’après l’équation de Stockes-Einstein (Eq. [3], chapitre II) ceci implique une 
augmentation de la taille du complexe de 11500 Da. 
De plus, la figure V-14 présente l’évolution du coefficient de diffusion de la protéine 
IB7 en fonction du rapport molaire IB7/B3 (obtenu de la même manière que pour le peptide 
seul ou complexé). 
Figure V-14 :   Variation du coefficient de diffusion de la protéine IB7 en fonction de la 
quantité de dimère B3 ajouté.  
Le paramétrage de la variation de D par l’équation [7] conduit à une valeur de Kd de 
0,7 mM, et un nombre de sites de liaison de 17. 
V. 3. 4.  Dynamique Moléculaire 
V. 3. 4. a. Dynamique moléculaire sous contraintes RMN 
Nous avons réalisé, dans un premier temps, un calcul de structure sous contraintes 
RMN pour un rapport équimolaire 1/1 IB714/B3, de la même manière que précédemment 
(chapitre IV.2.3). La dynamique moléculaire est réalisée à 500 K et après minimisation, 
seulement 40 conformères sont retenus dans une échelle d’énergie d’environ 100 kJ.mole-1.
Une analyse par cluster nous a informés de l’existence de 5 familles de structures 
répertoriées dans la figure V-15.  
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Figure V-15 :  Conformations de plus basse énergie obtenue par dynamique 
moléculaire. Les 40 structures sont réparties en cinq familles, dont trois ne sont 
représentées que par une molécule et les deux autres par 11 et 26 respectivement.  
Les 5 familles de structures sont inégales en population constitutive : trois d’entre 
elles sont composées par seulement une espèce et les deux autres sont composés de 11 et 26 




Figure V-16 :  Superposition des 26 conformations du peptide IB714 en présence de B3, 
pour un rapport équimoléculaire. La dynamique moléculaire a été effectuée durant 2 ns, 
sous contraintes RMN. Le B3 (en bâtonnet mauve) est positionné par rapport aux effets 
NOEs observés en RMN. 
Toutes ces structures sont superposables entre les résidus Pro2 et Pro6. Si l’on 
compare cette superposition avec celle effectuée en l’absence de B3 (figure IV-11), on 
remarque que la souplesse des conformations est extrêmement réduite lorsque le peptide est 
lié au tanin.  
V. 3. 4. b. Dynamique moléculaire sans contraintes RMN 
Etant donné que nous n’avions que cinq contraintes NOEs intermoléculaires, toutes 
concernant un même site, nous avons choisi de réaliser une dynamique sans considérer ces 





Un premier jeu de calcul a été effectué pour un rapport équimoléculaire 1/1 
IB714/B3. La conformation initiale du peptide est celle préalablement définie par dynamique 
en considérant les contraintes RMN. 5 dynamiques sont réalisées au cours desquelles le tanin 
est placé au départ en différents endroits autour du peptide, de manière à envelopper 
totalement le peptide par des tanins grâce à la multiplicité des expériences. Pour les 5 
positions, une dynamique est effectuée, précédée par une minimisation permettant de 
« coller » le B3 au peptide. 3 dynamiques se concluent par une fixation forte des B3 autour du 
peptide. Ainsi, les régions affines fixent le B3 alors que les « non-affines » le rejette. 2 sites 
de liaisons sont ainsi mis en évidence : l’un se situerait de Pro2 à Pro6 et l’autre proche des 
résidus Pro9 à Pro11. Le premier site est le même que celui mis en évidence par RMN. 
Durant les 2 autres calculs le dimère est éjecté du peptide après seulement 1 ns.  
Etant donné que la spectrométrie de masse propose un complexe multi-ligand, avec 
au moins trois tanins B3 fixés simultanément sur le peptide, nous avons réalisé un autre jeu de 
dynamique avec plus de 3 tanins par molécule de peptide : le système considéré comporte 4 
dimères pour un peptide IB714. Les 4 dimères B3 sont positionnés à chaque extrémité du 
peptide de manière à englober une majeure partie de la surface du peptide. 2 dynamiques de  
5 ns sont effectuées pour des positions de départ en B3 différentes. Au cours des 2 
expériences indépendantes, un des quatre B3 est rejeté au bout de 2 ns, alors que les trois 
autres tanins se fixent au peptide. Les positions prises par les B3 sont quasiment identiques 
d’une dynamique à l’autre : une première procyanidine se lie entre les résidus Pro2 et Pro6, 
une seconde entre les Pro9 et Pro10 et la troisième entre les Gly13 et Gly14 (figure V-17). 




Figure V-17 :  Structure du complexe IB714-B3 (rapport molaire 1/4) après une 
dynamique de 5 ns. La protéine est représentée en bleu (en « ruban »). Les trois B3 fixés 
sont représentés en bâtonnet (rose, vert et rouge). Le quatrième tanin B3 est éjecté du 
complexe dès 2 ns de dynamique. 
La figure V-18 montre la superposition des conformations adoptées par le peptide à 





Figure V-18 :  Superposition en « ruban » du peptide IB714  à la fin de la dynamique 
moléculaire sans contraintes (vert et bleu) et sous contraintes RMN (rouge). Les calculs 
ont été réalisés en présence de 4 tanins (non montrés). 
Plusieurs résultats découlent de ces dynamiques : 
(i) Les trois conformations sont quasiment superposables. 
(ii)Le peptide semble stabilisé en une conformation privilégiée, probablement par formation 
de liaisons hydrogène entre les carbonyles des Pro2 et Pro6 et les fonctions OH des 
groupements phénols et catéchols des procyanidines. Nous pouvons également observer la 
formation de liaisons hydrogène entre un carbonyle du peptide et le 3-OH du cycle pyrane. 
(iii)De plus, les molécules de B3 maintiennent leur conformation durant toute la dynamique, 






V. 3. 4. c. Surfaces de lipophilie du peptide IB714
Etant donné que les tanins se fixent sur une même face du peptide, nous avons décidé 
de calculer la répartition hydrophile ou lipophile à la surface du peptide.  
La structure de départ choisie pour les calculs est celle où trois tanins B3 sont en 
contact avec le peptide. La figure V-19 montre le profil amphiphile du peptide atome par 
atome, avec une partie hydrophile (en bleu) et une partie lipophile (en rouge). Sur la figure, 
l’interface entre ces deux zones est colorée en rose. Il est tout à fait remarquable que la 
structure du peptide soit séparée en deux faces opposées selon les propriétés amphiphiles. De 
plus la zone hydrophile du peptide est largement majoritaire et compte pour deux tiers. 
Figure V-19 :   Représentation de la nature amphiphile du peptide IB714. Le domaine 
hydrophile, majoritaire, est en bleu et le domaine lipophile est en rose. L’interface entre 
ces deux régions est représentée en mauve. 
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Dès lors que le peptide et les dimères sont mélangés, dans 5 cas sur 6 les 
procyanidines B3 se localisent dans les poches hydrophiles (figure V-20).  
Figure V-20 :  Répartition des dimères B3 en fonction des domaines d’hydrophilicité. 
Les procyanidines sont localisées dans les domaines hydrophiles (en bleu). 
La comparaison entre les domaines d’hydrophilies du peptide et la répartition de B3 
autour du peptide est significative. Les dimères sont toujours fixés dans les poches 
hydrophiles donc lorsque tous les sites sont occupés, il ne peut se fixer d’autres B3 : la 
fixation simultanée d’un maximum de 3 dimères par peptide provient de l’encombrement 
stérique. De cette manière nous sommes convaincus de la liaison des polyphénols 
principalement sur les atomes hydrophiles (tels que la majorité des Hα des prolines, et les NH 
des glycines 13 et 14).  
V. 3. 4. d. Détermination du coefficient de diffusion du 
peptide IB714 et du complexe IB714/B3 par Dynamique 
Moléculaire (DM) 
Par DM, le coefficient de diffusion de IB714  en absence de B3 varie de  
3,5 à 1,0 .10-6 cm2s-1. En revanche, le rayon de giration du peptide seul, mesuré à la fin de la 
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dynamique est toujours de 7,8 + 0,1 . L’incertitude sur les valeurs de coefficient de diffusion 
obtenues serait due à la capacité du peptide à former des liaisons hydrogène avec le solvant, 
en conservant une taille identique d’une expérience à l’autre. Le peptide seul semble donc être 
instable dans l’eau et par conséquent le coefficient de diffusion est peu précis. En effet la 
courbe déduite de la relation d’Einstein (annexe 6) est loin d’être linéaire. La diffusion n’est 
donc pas isotrope. Il est de ce fait difficile de conclure tant sur la dimension du peptide que 
sur la valeur exacte de coefficient de diffusion d’après ces résultats. En revanche, en présence 
de B3, le coefficient de diffusion est assez précis de l’ordre de  
2,2 + 0,4 x10-6 cm2s-1 soit un rayon de 9,0 + 0,1 . La condition de diffusion isotrope est 
respectée, car la courbe de variation du déplacement moyen de la molécule en fonction du 
temps est linéaire (annexe 6). 
V. 4. DISCUSSION SUR LA NATURE DU SITE ET L’AFFINITE
La multiplicité des techniques offre une compréhension de l’interaction Tanins-
Protéines à différents niveaux : la stœchiométrie et l’affinité du complexe IB714/B3, 
comparées au complexe IB7/B3, ont été déterminées par SM, RMN et DM. La structure du 
peptide au sein du complexe, ainsi que l’identification des sites ont été mis en évidence par 
CD, RMN et DM. De là, la taille du complexe a été abordée par calcul de coefficients de 
diffusion par RMN et DM. Enfin, la nature de l’interaction a été démontrée par SM, RMN et 
DM. Ces différents aspects sont détaillés ci-dessous. 
V. 4. 1.  La stœchiométrie et l’affinité du complexe 
La stœchiométrie du complexe peptide IB714-tanins a été déterminée par trois 
différentes techniques : la SM, la RMN et la DM. Le peptide IB714 peut fixer trois dimères 
B3. Tout d’abord, en utilisant les conditions d’ionisation douces (ESI), la spectrométrie de 
masse nous a permis de mettre en évidence des complexes de stœchiométries 1/1, 1/2, et 1/3. 
Ces complexes sont très stables aux vues de l’énergie nécessaire à leur fragmentation et des 
conditions dénaturantes utilisées lors de l’expérience (bas pH et éthanol).  
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Les expériences de RMN montrent une dépendance des valeurs de déplacement 
chimique ainsi que de coefficients de diffusion en fonction du rapport IB714/B3. Le 
paramétrage de ces données par un modèle de fixation non coopératif développé par Baxter et 
al.128 permet de mettre également en évidence la formation d’un complexe de stœchiométrie 1 
peptide/3 tanins B3. De la même manière, la valeur de la constante de dissociation n’a pu être 
mesurée qu’approximativement : elle serait de l’ordre du millimolaire. Les résultats 
apparaissent tout à fait subjectifs étant donné la courbe de titration de certains résidus qui est 
inachevée. 
Il est important de noter que Kd varie d’un facteur 50 autour du mM. En revanche, le 
nombre de sites de liaison du B3 sur le peptide est fixe, autour de 3. La large gamme de Kd
obtenue peut avoir différentes raisons : d’une part la mesure des déplacements chimiques a été 
effectuée sur des cartes bidimensionnelles (TOCSY) où la résolution n’est pas excellente (2,5 
Hz/pt). D’autre part, et ce qui nous semble le point majeur, l’équation [7] utilisée, a été 
définie pour un modèle où les sites sont indépendants les uns des autres. Or, il y a fort à croire 
que la fixation de tanins sur le peptide suit un modèle coopératif auquel cas l’équation n’est 
pas adaptée. L’amplitude des valeurs observées proviendrait donc d’une différence d’affinité 
d’un site à l’autre. De même, nous avons pu également montrer en spectrométrie de masse, 
que l’énergie nécessaire pour dissocier le complexe de stœchiométrie 1/3 est nettement 
supérieure à celle requise pour dissocier les complexes 1/1 et 1/2, suggérant l’existence d’une 
fixation à effet coopératif. L’utilisation d’un modèle prenant en compte un mode de fixation 
coopératif a effectivement déjà été suggéré182,200. Par exemple, Hagerman et al. ont montré le 
mode coopératif de fixation de tanins par des titrations de fixation compétitive où le signal de 
SAB (marqué à l’iode 25) fixé aux polyphénols est déplacé en présence d’autres protéines1.
Mais le modèle coopératif n’a pas été défini, et il n’a pas été utilisé pour cette étude. Les 
valeurs de Kd que nous avons obtenues sont cependant en bon accord avec les valeurs déjà 
publiées de 2 à 33 mM pour un polyphénol similaire (l’épigallocatéchine galloylée) et un 
peptide 19-mer182. En outre, afin d’éviter la précipitation de leurs complexes, les auteurs 
travaillent dans 10-20% de DMSO, alors que nous avons choisi l’utilisation de la HRMAS, 
technique permettant d’enregistrer des spectres de solutions colloïdales sans perte de signal ni 
de résolution. D’autre part, nous avons mesuré des coefficients de diffusion par RMN du 
peptide seul ou en présence de B3. Ces mesures nous ont permis d’accéder à une 
stœchiométrie identique du complexe de 1/3 (IB714/B3) et d’obtenir une constante de 
dissociation du complexe de l’ordre du millimolaire. Enfin, la dynamique moléculaire 
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effectuée sur un système comprenant 4 tanins B3 pour une molécule de peptide, conduit 
également à un complexe final de stœchiométrie 1/3. 
En ce qui concerne la protéine entière IB7, des mesures de variations de déplacement 
chimique et de coefficients de diffusion en fonction de l’ajout de B3 ont été effectuées par 
RMN, à titre d’expériences préliminaires. La constante de dissociation obtenue, serait, comme 
dans le cadre du peptide, de l’ordre du millimolaire. Par mesure des variations de 
déplacements chimique, la stœchiométrie du complexe IB7/B3 obtenue est soit 1/11 soit 1/17. 
Par mesure de coefficients de diffusion, la stœchiométrie serait plutôt de l’ordre de 17. En 
revanche, les expériences de diffusion ont été effectuées à l’aide d’une sonde BBI statique. 
Or, à forte concentration en B3, la solution était sous forme colloïdale, ce qui suggère que 
l’on ne voit peut-être pas les signaux des agrégats. Il est probable que deux complexes de 
différentes stœchiométries existent. De plus, le modèle implique que les sites sont 
indépendants entre eux, or la fixation est certainement aussi à effet coopératif. Etant donné 
que la protéine est constituée de trois fois la séquence du peptide IB714, et que IB714 est apte à 
fixer trois B3, la protéine pourrait fixer au moins 3x3 tanins B3. Les résultats obtenus sont 
cohérents avec cette observation. L’adaptation des expériences de diffusion en rotation à 
l’angle magique tout comme l’accès à la structure tridimensionnelle de la protéine nous 
permettraient de déterminer avec précision la stœchiométrie et l’affinité du complexe. 
V. 4. 2.  Sites de fixation des B3 sur le peptide 
D’après les résultats présentés précédemment trois tanins B3 sont capables de fixer le 
peptide IB714, trois sites devraient être mis en évidence. En effet, trois sites d’interaction ont 
clairement été identifiés par spectrométrie de RMN et par DM : Pro2-Pro6, Pro9-Pro11 et 
Gly13-Gly14. La variation de déplacement chimique de chaque proton de tous les acides 
aminés d’IB714 a été suivie par RMN. Les variations les plus importantes sont observées pour 
les acides aminés de ces trois sites. D’autre part, des expériences de type ROESY, réalisées 
pour un rapport molaire de 1/3, mettent en lumière des effets NOEs intermoléculaires entre le 
dimère B3 et les protons Hα de la Gly4 et NH de la Lys5. Ces effets NOE sont en parfait 
accord avec un site Pro2-Pro6. 
Lorsqu’on réalise des expériences de DM pour un rapport molaire 1/1, en faisant 
varier la position de départ de B3 de manière aléatoire, on retrouve le dimère B3 fixé au 
peptide à deux endroits différents : entre Pro2 et Pro6 et entre Pro9 et Pro11. Le premier site 
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est alors en accord avec les effets NOEs observés par RMN, et le second en accord avec les 
variations importantes de déplacements chimiques observées pour les prolines 9 et 10. Les 
dynamiques moléculaires partant d’un système IB714/B3 1/4 conduisent, quant à elles, toutes 
à la fixation de trois B3 sur le peptide alors que le quatrième est systématiquement éjecté du 
complexe. Les deux premiers sites étant ceux préalablement mis en évidence quant au 
troisième, son existence est confirmée par l’observation de fortes variations de déplacements 
chimiques pour les protons des glycines C-terminales, Gly13 et Gly14.  
La présence d’effets NOE entre le dimère B3 et le site Pro2-Pro6 met en évidence 
l’existence d’un contact entre le B3 et ce site, dont la durée de vie est suffisamment longue 
pour être observée par RMN. En revanche, aucun effet NOE n’est observé entre le dimère et 
les deux autres sites alors qu’il y a toutefois une variation importante des déplacements 
chimiques. Cette observation pourrait s’expliquer par une différence d’orientation des tanins 
par rapport au peptide ou bien par une différence de dynamique de fixation des tanins entre 
les trois sites suggérant des différences d’affinité.  
V. 4. 3.  Structure de IB714 et IB7 en présence de tanins 
B3
L’influence de la présence de tanins B3 sur la structure secondaire de la protéine IB7 
et du peptide IB714 a été déterminée par dichroïsme circulaire. Il a été montré dans le chapitre 
IV que le peptide et la protéine ont exactement la même répartition de structure secondaire à 
36% d’hélice de type II et 64% de pelote statistique. Les mêmes valeurs sont obtenues en 
présence de tanins B3. Les dimères B3 se fixent donc à la protéine et au peptide sans 
perturber leur conformation secondaire.
En revanche, concernant le peptide IB714, les contraintes issues de la RMN (valeurs 
de déplacements chimiques, constantes de couplages 3J et effets NOEs) à l’aide de la 
modélisation moléculaire nous ont permis d’accéder à la conformation spatiale du peptide. 
Seul en solution, le peptide IB714 adopte une conformation en deux hélices de type II de part 
et d’autre de la glycine 8, qui apparaît comme un axe de libre rotation. La flexibilité de ce 
résidu autorise un grand nombres de conformations possibles, maintenant toutefois les deux 
parties en hélice figées d’une conformation à l’autre. La présence de B3 semblerait bloquer la 
flexibilité en se fixant au peptide. Les deux parties en hélice seraient maintenues, mais le 
degré de liberté autour de la glycine 8 serait moindre. Au lieu d’obtenir un nuage de 
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conformations lorsque le peptide est seul, seulement une d’entre elles est favorisée en 
présence de trois tanins, en passant par un nuage de conformations restreint en présence d’une 
seule molécule de B3. L’ensemble de ces résultats est résumé dans la figure V-21. La 
conformation privilégiée en présence de 3 B3 est retrouvée, que l’on réalise des dynamiques 
avec ou sans les contraintes découlant des expériences de RMN. En effet, ces structures sont 
quasiment superposables. Ainsi, une conformation est privilégiée, pour laquelle tous les 
carbonyles semblent pointer sur la même face du peptide.  
Figure V-21 :  Restriction des conformations adoptées par le peptide en présence de B3. 
Afin de valider la variation de la flexibilité autour de la glycine 8 en absence ou en 
présence de tanin il serait intéressant de mesurer les temps de relaxation longitudinaux des 
résidus du peptide. Ainsi, nous aurions accès à la dynamique du peptide atome par atome en 
fonction de l’ajout de B3. 
V. 4. 4.  Taille des complexes IB714/3B3 et IB7/nB3
La mesure du coefficient de diffusion apporte des informations sur la taille des 
molécules. Pour le peptide IB714, la différence de coefficient de diffusion est mesurée par 
RMN, entre le peptide seul et en présence de tanins B3 en concentration saturante, ce qui 
implique une augmentation de la taille du complexe. Le rayon de giration passe de 5,5 Å pour 
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coefficient de diffusion par DM, où le rayon de giration du complexe obtenu était d’environ 8 
à 9 Å. L’écart obtenu pour la mesure de la taille du complexe par RMN n’est que de 14 % par 
rapport à la DM. La condition de diffusion isotrope est respectée, car la courbe de variation du 
déplacement moyen de la molécule en fonction du temps est linéaire (annexe 6). En revanche, 
les calculs de la taille du peptide lorsqu’il est seul sont de 5,5 Å par RMN et 7,8 Å par DM. 
L’écart de 30 % entre ces valeurs peut être expliqué par la possibilité pour le peptide de faire 
des liaisons hydrogène avec l’eau lorsqu’il est seul en solution, alors qu’en présence de tanins, 
tous les groupements potentiels de liaison sont occupés par les B3. La relation d’Einstein 
n’est pas vérifiée (pente non linéaire, annexe 6), due au comportement non isotrope du 
peptide.
En ce qui concerne la variation de coefficient de diffusion pour le complexe IB7-B3, 
il diminue de 31% (de 1,7 à 1,2 x10-6 cm2s-1 ) lorsque le rapport [B3]/[IB7] varie de 0 à 17. Il 
est enfin possible d’établir le rayon approximatif du complexe IB7-B3, d’après la relation [3], 
en considérant que celui-ci est sphérique. Le rayon serait de 18  pour le complexe dont le 
coefficient de diffusion est 1,2 x 10-6 cm2s-1. En considérant l’ensemble du complexe tanin-
protéine comme une entité sphérique, ceci correspond à une augmentation de masse du 
complexe de 11500 (D proportionnel à M-1/3). Cette augmentation de masse peut correspondre 
à une protéine fixant 20 molécules de tanins (masse molaire de B3 : 577 g.mol-1) ou bien à 
l’ensemble de deux protéines reliées entre elles par 10 tanins (masse molaire de IB7 : 5766 
g.mol-1). En considérant les variations de déplacement chimique des groupes de protons des 
acides aminés de la protéine, deux valeurs de nombre de sites de liaisons potentiels ont été 
trouvées : n = 10-11 et n = 16-18. En revanche, le nombre de sites de liaisons obtenus à partir 
de la courbe de titration du coefficient de diffusion de IB7 (n = 17) se rapproche de la seconde 
valeur. Afin d’accéder à l’intégralité de la courbe de titration (les derniers points n’ont pas été 
pris en compte en raison du manque de sensibilité), l’adaptation des expériences de diffusion 
sur une sonde HRMAS éluderait le problème relié à la formation de particules colloïdales. 
Pour confirmer l’hypothèse de la fixation de 20 tanins sur IB7 ou bien la formation d’un début 
de réseau entre 2 protéines et 10 tanins, une mesure par électrophorèse pourrait être 
envisagée. Les deux entités migreraient de manière différente selon le poids moléculaire. Il 
serait ainsi possible de choisir avec davantage de certitude l’une ou l’autre des hypothèses. 
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V. 4. 5.  Nature de l’interaction 
La SM (ESI), la RMN ainsi que la DM nous ont permis de valider la nature de 
l’interaction via des liaisons hydrogène entre certains hydroxyles du tanin B3 et le peptide 
IB714. Tout d’abord, les calculs de modélisation moléculaire effectués sur le complexe 
IB714/B3, en accord avec les effets NOEs obtenus par RMN, nous permettent de visualiser des 
liaisons hydrogène entre les groupements carbonyles de certaines prolines et les groupements 
hydroxyles des cycles A, D ou B, E de la procyanidine B3. La conformation naturelle de B3 
est une structure très compacte avec les groupements hydroxyles OH pointant vers l’extérieur 
de la structure ce qui facilite la formation de liaisons hydrogène. De plus, la nature 
amphiphile du peptide a été déterminée par des calculs d’hydrophobicité, tels que le peptide 
est constitué d’une face hydrophile et d’une face hydrophobe. Or il est intéressant de constater 
que les B3 ne se fixent que sur une face du peptide IB714, identifiée comme la face 
hydrophile. Enfin, l’observation de complexes en SM est en accord avec l’existence de 
liaisons hydrogène197,198,201. En effet, au niveau de la chambre d’ionisation, le complexe 
IB714/B3 est sous forme désolvatée ce qui exclut une interaction de nature hydrophobe entre 
ces composés. Tous ces résultats sont donc en accord avec une interaction majeure pilotée par 
liaisons hydrogène ou encore par interaction de type électrostatique peut être appuyées par 
une interaction de type hydrophobe. Hagerman et Butler décrivent également par des 
expériences de compétition en milieu aqueux, l’interaction procyanidine-peptide gouvernée 
par des liaisons hydrogène1 en accord avec Artz et al.179. La nature de l’interaction est 
pourtant largement discutée. Haslam202 décrit la complexation des polyphénols sur les 
protéines comme un exemple de reconnaissance moléculaire où les polyphénols agissent 
comme des ligands multidentates dont la principale force d’interaction provient d’effets 
hydrophobes. L’interaction est alors traduite comme une association entre les cycles phénols 
hydrophobes et les cycles pyrrolidines des prolines, sans déterminer la structure du 
complexe129,176. Il est toutefois important de noter que les auteurs travaillent dans des 
solutions à 10-20% de DMSO en vue d’améliorer la solubilité de leurs échantillons. Ces 
conditions peuvent modifier les propriétés hydrophobes/philes des tanins comme des 
peptides. De plus, ils considèrent les résidus proline et glycine comme des résidus 
hydrophobes, ce qui va dans le sens de leur conclusion. En revanche, Rose et al.203 précisent 
que les prolines sont des résidus relativement polaires, ce qui conforte nos résultats où la 
fixation a lieu principalement sur les prolines.  
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La caractérisation de l’astringence, perçue comme une sensation tactile lors de la 
dégustation des vins rouges, a été entrevue d’un point de vue physico-chimique par le biais 
d’une analyse complète de l’interaction Tanins-Protéines. Les Protéines Riches en Proline de 
la salive humaine précipitent les tanins alimentaires ce qui a pour conséquence la diminution 
du potentiel lubrifiant de la salive.  
VI. 1. CONCLUSION
La synthèse de protéines riches en proline a été mise au point[Simon, 2002 #107]. 
L’obtention de B3 a fait l’objet du sujet de thèse de Karine Barathieu63.
Pour la première fois une analyse structurale de PRP a été effectuée. L’influence de 
la présence de tanins B3 sur l’adaptation tridimensionnelle du peptide a pu être déterminée. 
La compréhension du mode d’interaction entre IB714 et B3 a été menée par une approche 
« multi-techniques »204. En effet, la spectrométrie de masse, la RMN et la dynamique 
moléculaire nous ont permis d’accéder à la stœchiométrie du complexe ainsi qu’à la constante 
de dissociation : 3 tanins B3 fixent un peptide IB714 avec un Kd de l’ordre du millimolaire. 
Cependant, le modèle utilisé prenant en compte une fixation indépendante de chaque tanin sur 
le peptide paraît ne pas être bien adapté. La mise au point d’un modèle mathématique prenant 
en compte une fixation coopérative des tanins est envisagée. Tous les B3 se fixent sur les 
zones hydrophiles du peptide au moyen de liaisons hydrogène et dans une moindre mesure 
d’interactions de type électrostatique. L’analyse structurale complète de la protéine IB7 n’a pu 
être effectuée. Cependant, une première approche thermodynamique de la formation du 
complexe IB7-B3 a pu être entreprise par RMN. La stœchiométrie du complexe est alors ~11 
ou ~17, avec la même constante d’affinité (~mM) que le peptide IB714. Ces résultats montrent 
que la capacité de fixation des tanins sur ce type de protéine est en rapport avec leur taille et 
donc du nombre de résidus proline qu’elle contient : la seule fonction connue pour les PRPs 
basiques étant de précipiter les tanins, elles agissent comme des « éponges » à tanins. 
Un modèle d’étude de l’interaction Tanin-Protéine a donc été mis au point. La 
détermination de la stœchiométrie et de la constante d’affinité du peptide pour le B3 pourrait 
être réalisée pour un grand nombre de tanins. En effet, comparer ces différents paramètres 
avec le même peptide permettrait de doser la capacité d’un tanin à fixer les protéines. La 
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typicité d’un vin pourrait être étudiée par le biais de l’affinité des tanins sur ce modèle de 
peptide. Une autre approche serait de considérer la fixation de tanins sur différentes protéines 
afin de sélectionner celles paraissant les plus aptes à exercer des fonctions de protéines de 
collage lors de la clarification des vins.  
VI. 2. PERSPECTIVES 
En ce qui concerne l’analyse de l’interaction IB714-B3, il serait intéressant d’avoir 
des données dynamiques du peptide en absence et en présence de B3 : en mesurant les temps 
de relaxation de chaque atome du peptide nous devrions comprendre la variation de la 
flexibilité autour de la glycine 8 en présence de tanin, par une diminution de la dynamique. 
Dans un autre registre, la mesure de l’échange isotopique par spectrométrie de masse des 
protons du peptide pourrait apporter de précieuses informations : non seulement les protons 
accessibles au solvant en présence de tanins mettraient en évidence les sites de fixation, mais 
également un suivi de la cinétique de l’échange pourrait rendre compte de la dynamique de 
ces différents sites.
Afin d’obtenir des données physico-chimiques plus précises sur le complexe protéine 
entière/tanin, il serait nécessaire, à l’avenir, d’adapter les expériences de mesures de 
coefficients de diffusion en utilisant la technique HRMAS, d’une part, et d’attribuer 
l’ensemble des résonances de la protéine, d’autre part. Ceci est envisagé en utilisant d’autres 
méthodes de RMN permettant d’identifier tous les protons malgré un chevauchement 
important des résonances en travaillant sur une protéine doublement enrichie en 13C et en 15N
(RMN 3D). Cette approche devrait nous permettre d’obtenir un fichier de contraintes de la 
protéine en absence ou présence de tanins, afin d’accéder à la structure tridimensionnelle de la 
protéine IB7. 
L’analyse de l’interaction Tanin-Protéine pourrait également être envisagée d’un 
autre point de vue : l’aspect cinétique de l’agrégation. En effet, un échantillon contenant 
peptide et tanin peut attendre plusieurs jours avant de précipiter. 
Afin de comprendre l’importance de la stéréochimie et du degré de polymérisation 
des tanins dans le cadre de l’astringence, il serait intéressant d’étudier cette interaction sur 
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d’autres modèles de tanins. En effet, la conformation « fermée » du B3 pourrait être comparée 
à celle d’un tanin ayant une liaison C4-C6 « ouverte », ou avec des tanins ayant des poids 
moléculaires plus importants comme le trimère C1, dont la mise au point de la synthèse fait 
l’objet de la thèse d’I. Tarascon au LCOO… Ainsi, nous pourrions établir une gamme 
d’affinité en fonction de la régioselectivité (liaison C4-C8 ou C4-C6), de la stéréosélectivité 
(unité catéchine ou épicatéchine), du degré de polymérisation ou encore du nombre de 
groupements galloyles sur le tanin.  









ANNEXE 1 : ABBAQUES DES DEPLACEMENTS CHIMIQUES EN 
FONCTION DES ACIDES AMINES EN SOLUTION
Acides Aminés NH Hα Hβ Autres 
Arg 8,27 4,38 1,89; 1,79 Hγ: 1,72; Hδ: 3,31; HN:7,17; 6,62 
Asn 8,75 4,75 2,83; 2,75 HN:7,59 
Asp 8,41 4,77 2,84; 2,75 - 
Gly 8,39 3,97 - - 
Gln 8,41 4,37 2,13;2,01 Hγ: 2,38; δHN: 6,87 
Lys 8,41 4,36 1,87; 1,75 Hγ: 1,45; Hδ: 1,70; Hε: 3,02; HN:7,52 
Pro - 4,47 2,30; 1,98 Hγ: 2,03; Hδ: 3,65 
Ser 8,38 4,50 3,89: 3,89 - 
Tableau 1 : Valeurs standards des déplacements chimiques 1H des acides aminés constituants 
IB7, en solution dans l’eau102.
ANNEXES 2 : EFFETS NOES ET CONSTANTES DE COUPLAGE 
3J RAPPORTEES AUX ANGLES DIEDRES
Résidus 1 Résidus 2 Distance 
2Pro-Hα 3Pro-Hδ2 2,2 ± 0,4 
2Pro-Hα 3Pro-Hδ3 2,2 ± 0,4 
3Pro-Hα 4Gly-HN 2,2 ± 0,4 
4Gly-Hα2
5Lys+-HN 2,2 ± 0,4 
4Gly-Hα3
5Lys+-HN 2,2 ± 0,4 
5Lys+ Hα 6Pro-Qδ2 2,2 ± 0,4 
5Lys+ Hα 6Pro-Qδ3 2,2 ± 0,4 
5Lys+ Hα 6Pro-Qγ2 3,5 ± 0,9 
5Lys+ Hα 6Pro-Qγ3 5,0 ± 0,5 
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5Lys+ Hα 6Pro-Qβ2 3,5 ± 0,9 
5Lys+ Hα 6Pro-Qβ3 3,5 ± 0,9 
5Lys+-Hβ2 6Pro-Qδ2 5,0 ± 0,5 
5Lys+-Hβ2 6Pro-Qδ3 5,0 ± 0,5 
5Lys+-Hβ3 6Pro-Qδ2 5,0 ± 0,5 
5Lys+-Hβ3 6Pro-Qδ3 5,0 ± 0,5 
5Lys+-Hγ2 6Pro-Qδ2 3,5 ± 0,9 
5Lys+-Hγ2 6Pro-Qδ3 3,5 ± 0,9 
5Lys+-Hγ3 6Pro-Qδ2 3,5 ± 0,9 
5Lys+-Hγ3 6Pro-Qδ3 3,5 ± 0,9 
6Pro-Hα 7Gln-HN 2,2 ± 0,4 
6Pro-Hβ2
7Gln-HN 3,5 ± 0,9 
6Pro-Hβ3
7Gln-HN 3,5 ± 0,9 
7Gln-Hα 8Gly-HN 2,2 ± 0,4 
7Gln-Hβ2
8Gly-HN 3,5 ± 0,9 
7Gln-Hβ2
8Gly-HN 3,5 ± 0,9 
7Gln-Hβ3
8Gly-HN 3,5 ± 0,9 
7Gln-Hβ3
8Gly-HN 3,5 ± 0,9 
10Pro-Hα 11Pro-Qδ2 2,2 ± 0,4 
10Pro-Hα 11Pro-Qδ3 2,2 ± 0,4 
10Pro-HB2 13Gly-Hα1 3,5 ± 0,9 
10Pro-HB2 13Gly-Hα2 3,5 ± 0,9 
10Pro-HB3 13Gly-Hα1 3,5 ± 0,9 
10Pro-HB3 13Gly-Hα2 3,5 ± 0,9 
11Pro-Hα 12Gln-HN 2,2 ± 0,4 
11Pro-Hβ2
12Gln-HN 3,5 ± 0,9 
11Pro-Hβ3
12Gln-HN 3,5 ± 0,9 
11Pro-Hγ2 12Gln-HN 3,5 ± 0,9 
11Pro-Hγ3 12Gln-HN 3,5 ± 0,9 
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12Gln-Hα 13Gly-HN 2,2 ± 0,4 
12Gln-Hα 14Gly-HN 3,5 ± 0,9 
13Gly-Hα2
14Gly-HN 3,5 ± 0,9 
Tableau 2 : Distances entre les protons du peptide IB714 en fonction des effets NOEs 
observés. Les effets NOEs ont été déterminés par une expérience ROESY pour un rapport molaire 1/3 
IB714/B3 en solution dans l’eau (avec 10 % de D2O) à pH 3,5 et 298 K.  
3JNH-Cα (Hz) Angle dièdre (θ) en ° 
S1 8,3 ±153 
G4 5,9 ±133/±24,5 
K5 7,0 ±142 
Q7 6,6 ±139/±13,4 
G8 5,7 ±131/±27,4 
Q12 7,0 ±142 
G13 5,7 ±131/±27,4 
G14 5,7 ±131/±27,4 
Tableau 3 : Constantes de couplages 3J (en Hertz) entre les protons amines et les protons α
des acides aminés voisins. Ces mesures ont été lues sur le spectre 1D pour le peptide IB714 seul en 
solution dans l’eau (avec 10 % de D2O) à pH 3,5 et 298 K. Aucune variation significative n’apparaît 
en présence de tanins B3.
ANNEXES 3 : AUTO-ASSOCIATION DU TANIN B3
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Variation du déplacement chimique d’un proton du B3 (A) et variation du coefficient de 
diffusion transversal du B3 (B) en fonction de la concentration en B3. 
ANNEXES 4 : EFFETS NOES INTERMOLECULAIRES IB714/B3
Résidus Peptidiques  Résidus B3  Distance 
4Gly-Hα1 2F 2 
4Gly-Hα2 2F 5 
4Gly-Hα1 4F 6 
4Gly-Hα1 4’F 6 
5Lys+-HN 2F 5 
 Tableau 4 : Distances entre protons en accord avec les effets NOEs intermoléculaires, 
obtenues pour un rapport molaire IB714/B3 de 1/3 dans H2O/D2O (90/10) à 27°C. 
ANNEXES 5 : VARIATION DU DEPLACEMENT CHIMIQUE DES 
































































































0.00 1Ser  4.390 3.991,3.842  
0.50  4.400 4.007,3.860  
0.82  4.394 3.999,3.851  
1.05  4.390 3.998,3.849  
1.94  4.400 4.403,3.865  
2.60 ND ND 
2.92  4.402 4.005,3.849  
3.33  4.403 4.004,3.856  
3.60  4.400 4.001,3.851  
5.00 ND ND 
5.56 ND ND 
5.88  4.398 4.005,3.854  
6.70  4.398 4.003,3.851  
0.00 2Pro  4.691 1.874,2.290 Hγ = 1.994, Hδ = 3.574, ND
0.50  4.662 1.872,2.287 Hγ = 1.993, Hδ =3.56,3.743 
0.82  4.643 1.864,2.271 Hγ = 1.984, Hδ =3.554,3.731 
1.05  4.642 1.862,2.267 Hγ = 1.983, Hδ =3.552,3.73 
1.94  4.624 1.868,2.254 Hγ = 1.977, Hδ =3.555,3.733 
2.60  4.631 1.869,2.271 Hγ = 1.985, Hδ =3.557,3.747 
2.92  4.618 1.866,2.247 Hγ = 1.973, Hδ =3.555,3.702 
3.33  4.614 1.858,2.248 Hγ = 1.978, Hδ =3.552,3.733 
3.60  4.595 1.852,2.237 Hγ = 1.970, Hδ =3.551,3.744 
5.00  4.607 1.851,2.230 Hγ = 1.961, Hδ =3.54,3.71 
5.56  4.578 1.842,2.237 Hγ = 1.96, Hδ =3.533, ND
5.88  4.551 1.847,2.244 Hγ = 1.957, Hδ =3.538, ND
6.70  (4.56) 1.843,2.224 Hγ = 1.959, Hδ =3.554,3.744 
0.00 3Pro  4.390 1.921,2.251 Hγ = 2.021, Hδ =3.805,3.629 
0.50  4.397 1.917,2.281 Hγ = 2.02, Hδ =3.796,3.629 
0.82  4.394 1.909,2.29 Hγ = 2.02, Hδ =3.795,3.619 
1.05  4.395 1.907,2.287 Hγ = 2.019, Hδ =3.784,3.628 
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1.94  4.406 1.916,2.288 Hγ = 2.02, Hδ =3.781,3.613 
2.60  4.390 1.918,2.282 Hγ = 2.019, Hδ =3.782,3.617 
2.92  4.404 1.928,2.283 Hγ = 2.023, Hδ =3.785,3.614 
3.33  4.404 1.92,2.298 Hγ = 2.023, Hδ =3.782,3.613 
3.60  4.401 1.916,2.291 Hγ = 2.014, Hδ =3.782,3.614 
5.00  4.410 1.921,2.294 Hγ = 2.018, Hδ =3.789,3.618 
5.56  4.405 1.899,2.285 Hγ = 2.017, Hδ = ND ,3.62 
5.88  4.406 1.918,2.292 Hγ = 2.015, Hδ =3.779, ND
6.70  4.405 1.819,2.286 Hγ = 2.016, Hδ =3.78, 3.617 
0.00 4Gly 8.355 3.916,3.860   
0.50 8.362 3.919,3.860   
0.82 8.362 3.915,3.868   
1.05 8.261 3.926,3.865   
1.94 8.361 3.934,3.869   
2.60 8.360 (3.889)   
2.92 8.360 3.945,3.867   
3.33 8.366 3.942,3.864   
3.60 8.366 3.946,3.870   
5.00 8.361 (3.905)   
5.56 8.360 (3.883)   
5.88 8.358 (3.895)   
6.70 8.364 3.948,3.871   
0.00 5Lys 8.067 4.598 1.759 Hγ = 1.410, Hδ =1.65, Hε =2.963
0.50 8.062 4.607 1.775 Hγ = 1.413, Hδ =1.659, Hε =2.963
0.82 8.057 4.601 1.761 Hγ = 1.407, Hδ =1.661, Hε =2.965
1.05 8.056 4.621 1.764 Hγ = 1.409, Hδ =1.658, Hε =2.957
1.94 8.055 4.600 1.765 Hγ = 1.408, Hδ =1.651, Hε =2.966
2.60 8.054 4.616 1.778 Hγ = 1.402, Hδ =1.649, Hε =2.954
2.92 8.052 4.603 1.768 Hγ = 1.41, Hδ =1.659, Hε =2.965
3.33 8.053 4.606 1.769 Hγ = 1.408, Hδ =1.652, Hε =2.966
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3.60 8.050 4.609 1.767 Hγ = 1.407, Hδ =1.647, Hε =2.963
5.00 8.045 4.611 1.767 Hγ = 1.404, Hδ =1.65, Hε =2.956
5.56 8.047 4.600 1.769 Hγ = 1.408, Hδ =1.646, Hε =2.95
5.88 8.043 4.621 1.764 Hγ = 1.403, Hδ =1.644, Hε =2.959
6.70 8.039 4.614 1.766 Hγ = 1.41, Hδ =1.659, Hε =2.962
0.00 6Pro  4.385 1.902,2.262 Hγ = 2.003, Hδ =3.787,3.61 
0.50  4.384 1.889,2.271 Hγ = 2.006, Hδ =3.775,3.609 
0.82  4.384 1.899,2.278 Hγ = 2.009, Hδ =3.767,3.574 
1.05  4.382 1.88,2.267 Hγ = 1.998, Hδ =3.774,3.569 
1.94  4.380 1.87,2.25 Hγ = 1.971, Hδ =3.752,3.541 
2.60  4.379 1.82,2.261 Hγ = 1.999, Hδ =3.746,3.564 
2.92  4.386 1.877,2.255 Hγ = 1.996, Hδ =3.716,3.552 
3.33  4.380 1.874,2.263 Hγ = 1.969, Hδ =3.741,3.549 
3.60  4.378 1.871,2.25 Hγ = 1.997, Hδ =3.726,3.548 
5.00  4.386 1.889,2.256 Hγ = 1.976, Hδ =3.691,3.551 
5.56  4.382 1.897,2.248 Hγ = 1.981, Hδ = ND, 3.542 
5.88  4.373 1.886,2.246 Hγ = ND, Hδ =3.73.688,3.53 
6.70  4.374 1.87,2.248 Hγ = 1.993, Hδ =3.67, 3.549 
0.00 7Gln 8.456 4.275 1.973,2.072 Hγ =2.361 
0.50 8.457 4.277 1.976,2.076 Hγ =2.364 
0.82 8.455 4.274 1.976,2.074 Hγ =2.364 
1.05 8.444 4.282 1.976,2.084 Hγ =2.363 
1.94 8.447 4.282 1.977,2.084 Hγ =2.37 
2.60 8.445 4.277 1.974,2.101 Hγ =2.367 
2.92 8.445 4.281 1.979,2.089 Hγ =2.367 
3.33 8.451 4.285 1.981,2.094 Hγ =2.369 
3.60 8.444 4.279 1.963,2.09 Hγ =2.359 
5.00 8.443 4.285 1.983,2.099 Hγ =2.361 
5.56 8.441 4.278 1.971,2.082 Hγ =2.358 
5.88 8.441 4.275 1.984,2.09 Hγ =2.364 
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6.70 8.434 4.280 1.976,2.093 Hγ =2.363 
0.00 8Gly 8.400 3.942,3.895   
0.50 8.401 3.945   
0.82 8.400 3.951   
1.05 8.398 3.948   
1.94 8.400 3.955   
2.60 8.401 3.939   
2.92 8.400 3.954   
3.33 8.399 3.950   
3.60 8.398 3.946   
5.00 8.396 3.951   
5.56 8.397 3.941   
5.88 8.395 3.948   
6.70 8.393 3.944   
0.00  9Pro  4.839 1.812,2.421 Hγ = ND, Hδ =3.5, ND
0.50  4.827 1.855,2.418 Hγ = 2.043, Hδ =3.518, ND
0.82  4.820 1.908,2.373 Hγ = 2.093, Hδ =3.517, ND
1.05  4.791 1.841,2.388 Hγ = 2.076, Hδ =3.516,3.738 
1.94  4.787 1.803,2.387 Hγ = 2.088, Hδ =3.525, ND
2.60  4.751 1.835,2.378 Hγ = 2.015, Hδ =3.557, ND
2.92  4.743 1.830,2.361 Hγ = 2.012, Hδ =3.554, ND
3.33  4.743 1.843,2.367 Hγ = 2.006, Hδ =3.546,3.718 
3.60  4.747 1.833,2.369 Hγ = 2.003, Hδ = ND, 3.744 
5.00  4.746 1.832,2.329 Hγ = 2.009, Hδ =3.558,3.734 
5.56  4.727 1.815,2.340 Hγ = 1.998, Hδ =3.550,3.729 
5.88  4.737 1.829,2.387 Hγ = 2.007, Hδ = ND, ND
6.70  4.723 1.820,2.314 Hγ = 2.008, Hδ =3.558,3.741 
0.00 10Pro  4.746 1.845,2.383 Hγ = 2.014, Hδ =3.565,3.741 
0.50  4.742 1.846,2.3     Hγ = 2.013, Hδ =3.564,3.741 
0.82  4.736 1.839,2.364 Hγ = 2.02, Hδ =3.563,3.74 
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1.05  4.733 1.833,2.353 Hγ = 2.018, Hδ =3.747,3.561 
1.94  4.724 1.825,2.339 Hγ = 1.996, Hδ =3.552,3.736 
2.60  4.714 1.841, ND Hγ = 2.02, Hδ = ND, ND
2.92  4.676 1.869,2.291 Hγ = 1.991, Hδ =3.551,3.748 
3.33  4.652 1.868,2.367 Hγ = 1.989, Hδ =3.564,3.744 
3.60  4.638 1.859,2.367 Hγ = 2.051, Hδ =3.548,3.743 
5.00  4.639 1.850, ND Hγ = 2.013, Hδ =3.547,3.739 
5.56  4.633 1.869,2.266 Hγ = 1.979, Hδ =3.542, ND
5.88  4.641 1.857,2.33 Hγ = 1.978, Hδ =3.548,3.743 
6.70  4.636 1.858,2.364 Hγ = 1.973, Hδ =3.55, ND
0.00  11Pro  4.370 1.864,2.271 Hγ = 1.984, Hδ = 3.603,3.76 
0.50  4.365 1.862,2.25 Hγ = 1.972, Hδ = 3.592,3.731 
0.82  4.375 1.861,2.25 Hγ = 1.975, Hδ = 3.591,3.73 
1.05  4.363 1.87,2.251 Hγ = 1.972, Hδ = 3.591,3.73 
1.94  4.368 1.867,2.251 Hγ = 1.962, Hδ = 3.579,3.752 
2.60  4.370 1.87,2.24 Hγ = 1.972, Hδ = 3.591,3.772 
2.92  4.368 1.865,2.219 Hγ = 1.962, Hδ = 3.569,3.762 
3.33  4.365 1.874,2.238 Hγ = 1.951, Hδ = 3.576,3.753 
3.60  4.351 1.873,2.227 Hγ = 1.958, Hδ = 3.578,3.76 
5.00  4.357 1.869,2.213 Hγ = 1.963, Hδ = 3.573,3.756 
5.56  4.357 1.86,2.219 Hγ = 1.97, Hδ =  3.569,3.765 
5.88  4.358 1.864, ND Hγ = 1.969, Hδ = 3.573,3.775 
6.70  4.350 ND , 2.219     Hγ = 1.971, Hδ = 3.579,3.754 
0.00  12Gln 8.493 4.302 1.952,2.076 Hγ = 2.38 
0.50 8.494 4.300 1.93,2.08 Hγ = 2.37 
0.82 8.483 4.301 1.926,2.075 Hγ = 2.37 
1.05 8.481 4.301 1.909,2.109 Hγ = 2.361 
1.94 8.471 4.302 1.907,2.08 Hγ = 2.361 
2.60 8.481 4.296 1.929,2.081 Hγ = 2.366 
2.92 8.474 4.303 1.9,2.082 Hγ = 2.362 
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3.33 8.476 4.303 1.915,2.092 Hγ = 2.364 
3.60 8.476 4.296 1.914,2.066 Hγ = 2.354 
5.00 8.470 4.297 1.94,2.097 Hγ = 2.349 
5.56 8.470 4.297 1.896,2.062 Hγ = 2.348 
5.88 8.466 4.268 1.893,2.077 Hγ = 2.363 
6.70 8.470 4.299 1.903,2.063 Hγ = 2.354 
0.00  13Gly 8.189 4.120,3.988   
0.50 8.140 4.122,3.959   
0.82 8.132 4.109,3.996   
1.05 8.130 4.133,3.950   
1.94 8.117 4.107,3.987   
2.60 8.129 4.135,3.962   
2.92 8.074 4.106,3.987   
3.33 8.099 4.126,3.988   
3.60 8.098 4.117,3.958   
5.00 8.064 4.126,3.957   
5.56 8.045 (4.071)   
5.88 8.043 (4.064)   
6.70 8.056 4.129,3.989   
0.00  14Gly 8.123 3.932   
0.50 8.124 3.939   
0.82 8.121 3.933   
1.05 8.101 3.91   
1.94 8.079 3.938   
2.60 8.066 3.881   
2.92 8.073 3.897   
3.33 8.069 3.855   
3.60 8.069 3.888   
5.00 8.047 3.888   
5.56 8.026 3.849   
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5.88 8.025 3.847   
6.70 7.905 3.754   
Tableau 5 : Valeurs des déplacements chimiques des protons du peptide IB714 en fonction de 
l’ajout de concentrations croissantes en B3. 
ANNEXES 6 : COURBE DE DIFFUSION DU PEPTIDE IB714 PAR 
DM, REPRESENTANT LE CARRE DU DEPLACEMENT MOYEN 
DE LA MOLECULE EN FONCTION DU TEMPS. LA FIGURE DE 
GAUCHE REPRESENTE LE PEPTIDE COMPLEXE AUX TANINS,
CELLE DE DROITE, LE PEPTIDE SEUL
Le déplacement quadratique moyen (MSD) est représenté en fonction du temps. Les 
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La complexation des tanins avec les protéines de la salive est à l’origine de l’astringence,
sensation tactile propre aux vins rouges.
La protéine IB7, son peptide dérivé IB714 et le tanin B3 ont été synthétisés. Leur mode
d’interaction a été étudié par RMN des liquides et des solides (rotation à l’angle magique),
spectrométrie de masse, dichroï sme circulaire et dynamique moléculaire. Le peptide IB714 et 
la protéine entière sont constitués d’hélice de type II (1/3) et de pelote statistique (2/3) ; la
glycine centrale du peptide joue le rôle de charnière de part et d’autre de régions en hélice. Le 
tanin, quant à lui, revêt une forme compacte majoritaire en milieu aqueux. L’ensemble des
paramètres physico-chimique ont été mesurés : la stœchiométrie du complexe est de 3
molécules B3 par peptide IB714 ;  la constante de dissociation est de l’ordre du mM ;  la nature 
des liaisons assurant la cohésion du complexe est de type liaisons hydrogène ; les sites de
fixation ainsi que la taille du complexe ont été déterminés. Ces informations permettraient de 
comprendre l’astringence d’un point de vue physico-chimique.
Mots clés : Protéines de la salive humaine, tanins, structure, interaction, RMN.
Abstract:
The complexation of tannins with salivary proteins is the source of astringency phenomenon, 
red wine tactil sensation. 
IB7 protein, protein fragment IB714 and B3 tanin were synthesized. The interaction between
B3 tannin and protein were monitored by 1H magic angle spinning NMR, mass spectrometry, 
circular dichroism and molecular dynamic. Peptide and protein are constituted by type II helix
(1/3) and random coil conformation (2/3); the central glycine appears to act as a flexible
rotula separating two helices II regions. The tannin adopt a “tweezer” conformation. All the 
physico-chemical parameters were measured: the complex stoichiometry is of 3 tannins
molecules per peptide IB714; the dissociation constant is of millimolar range; the principal
driving forces toward association are governed by hydrogen bonding; the nature of the
binding sites and the size of the complex were determined. These findings allow us to
understand the physico-chemistry of astringency.
Key words : Human salivary proteins, tannins, structure, interaction, NMR.
